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Chaque année, le thermalisme médical permet de traiter 500 000 personnes en France, pour 
soulager des affections de nature variée. Cette médecine est basée sur l’utilisation d’eau 
minérale naturelle, dont la composition physico-chimique particulière lui confère des 
propriétés favorables pour la santé. Compte tenu des pathologies qu’ils viennent traiter, l’état 
de santé des patients peut être variable et l’utilisation de l’eau minérale naturelle ne doit pas 
induire de risque secondaire pour leur santé. C’est la raison pour laquelle l’emploi des eaux 
minérales à des fins médicales est très réglementé. Le Ministère de la Santé impose 
notamment des analyses régulières au niveau des points d’usage où sont dispensés les soins 
thermaux. La réglementation vise à réduire la probabilité d’infections par des pathogènes 
opportunistes tels que Pseudomonas aeruginosa et Legionella pneumophila, deux des micro-
organismes qui ne doivent être détectés en aucun point de l’établissement thermal. 
 
Compte tenu de leur caractère naturel, les eaux minérales ne peuvent recevoir aucun 
traitement ou ajout de désinfectant résiduel (excepté une filtration ou un traitement aux UV au 
niveau des points d’usage), qui pourrait permettre de maîtriser la charge microbienne de l’eau 
(cas de l’eau d’adduction publique – EAP – potable). Pour éviter la détérioration de la qualité 
microbiologique de l'eau minérale naturelle, les exploitants thermaux doivent donc assurer 
une maintenance optimale de leurs réseaux afin de limiter les dépôts et de réduire la corrosion 
des canalisations, mais aussi de diminuer le risque de formation du biofilm, communauté de 
micro-organismes fixés sur les canalisations, à l’origine de la majeure partie de la 
contamination d’une eau. Des opérations de nettoyage et de désinfection sont donc 
régulièrement effectuées.  
 
Malgré ces opérations de maintenance fréquentes, les gestionnaires d’établissements 
thermaux éprouvent des difficultés à maintenir des résultats d’analyses en accord avec la 
réglementation et sont en demande de produits et de méthodes de désinfection améliorés ou 
innovants. En effet, même si les biocides disponibles sur le marché font l’objet d’évaluations 
en terme d’activité bactéricide, l’analyse de la littérature scientifique fait souvent état d’un 
manque d’efficacité de certains traitements, notamment lorsqu’ils sont utilisés au sein même 
des réseaux.  
 
L’objectif de cette thèse est donc d’évaluer les pouvoirs bactéricides de traitements de 
désinfection utilisés pour la désinfection de réseaux d’eau minérale naturelle, par plusieurs 
méthodes, afin d’évaluer l’efficacité potentielle in situ, en conditions réelles de traitement. 
Chapitre I. Introduction 
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Ainsi trois méthodes de mesure du pouvoir bactéricide ont été sélectionnées : 
• La méthode de référence, basée sur la norme NF EN 1040, qui permet de vérifier in vitro la 
bactéricidie d’un traitement sur des suspensions bactériennes ; 
• Une méthode alternative, dérivée de la précédente mais appliquée sur biofilms mono-
espèces obtenus in vitro en microplaques ; 
• Une méthode d’évaluation en réseau-pilote alimenté en eau minérale naturelle et qui 
permet de se placer dans des conditions réelles de traitement, in situ.  
 
La combinaison des deux premières méthodes avec des essais in situ, prenant en compte la 
spécificité des réseaux thermaux, a pour but de valider la pertinence des techniques in vitro. 
 
Ces travaux ont porté sur deux bactéries problématiques au sein des réseaux thermaux, 
compte tenu de leur caractère pathogène potentiel et de leur lien étroit avec le biofilm : P. 
aeruginosa et L. pneumophila. Si, pour la bactérie P. aeruginosa, l’ensemble des méthodes 
citées étaient déjà décrites et utilisables, aucune méthode de formation de biofilms en 
microplaque, satisfaisant à nos objectifs de recherche, n’était disponible pour L. pneumophila. 
Par conséquent, la majeure partie des travaux concernant cette bactérie a consisté à la mise au 
point d’un tel modèle.  
 
Ce manuscrit s’organise en sept chapitres, dont la présente introduction constitue le premier 
chapitre. Le chapitre II est une synthèse bibliographique qui présente l’enjeu du maintien 
d’une bonne qualité sanitaire de l’eau dans les établissements thermaux. Cette présentation 
nous permettra de déduire les principaux risques microbiologiques engendrés par l’usage 
d’eau minérale naturelle et de mieux comprendre le rôle du biofilm dans la contamination de 
cette eau. Enfin l’étude des moyens à disposition des exploitants thermaux pour maîtriser 
cette contamination sera effectuée. L’ensemble de cette synthèse bibliographique aboutira à 
l’exposé des objectifs de cette thèse.  
 
Le chapitre III présente l’ensemble du matériel et des méthodes utilisés pour résoudre les 
objectifs de recherche fixés.  
 
Les deux chapitres suivants présentent les résultats obtenus, suivis de discussions. Le chapitre 
IV concerne les essais réalisés sur la bactérie P. aeruginosa et la détermination des activités 
bactéricides de quatre traitements de désinfection. Le chapitre V décrit les essais qui ont été 
Chapitre I. Introduction 
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réalisés sur la bactérie L. pneumophila. Cette partie expose notamment la description d’un 
modèle de formation de biofilm mono-espèce à L. pneumophila in vitro et inclue une 
publication parue dans le journal « Biofouling ». 
 
Ces chapitres seront suivis d’une conclusion générale sur ces travaux de thèse et l’exposé des 
perspectives envisagées pour la suite du projet. Des annexes sont également proposées au 
lecteur afin de faciliter la compréhension du manuscrit ou d’en préciser certains aspects. 
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II.1 Thermalisme 
II.1.1 Origine et définition 
Les premières observations de l’effet bénéfique des Eaux Minérales Naturelles (EMN) datent 
de l’époque gréco-romaine. Plus particulièrement, Pline l’Ancien a décrit l’usage d’eaux de 
différentes natures pour le traitement de diverses affections : il préconisait notamment des 
eaux de sources sulfurées pour le traitement de faiblesses musculaires ou des eaux alcalines 
pour traiter la scrofule (inflammation des ganglions lymphatiques liée à une mauvaise 
nutrition). Tombés en désuétude au Moyen-Âge, l’intérêt des bains a été redécouvert en 
Europe à partir du 16ème siècle, où de nombreuses cités se sont mises à exploiter leur 
ressource thermale : Bath au Royaume-Uni, Volterra ou Montecatini en Italie, Vichy en 
France (Routh et al., 1996). A l’heure actuelle, les EMN sont exploitées pour la mise en 
bouteille mais également pour les cures thermales, essentiellement en Europe (France, 
Allemagne, Italie, Espagne...), en Asie (Japon, Corée (Hann, 1996)), ou en Amérique (États-
Unis (Benedetto et al., 1996)).  
 
La France compte actuellement plus de 150 établissements thermaux (métropole et outre-
mer), répartis essentiellement à l’est et au sud du pays (Figure II-1).  
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Figure II-1. Répartition des stations thermales en France – Conseil National des 
Exploitants Thermaux (CNETH, 2009). 
 
En France, le thermalisme se définit par l’utilisation d’eaux minérales naturelles (EMN) à des 
fins thérapeutiques. Le décret du 9 juin 1989 définit une EMN comme « une eau se 
distinguant des autres eaux destinées à la consommation humaine par sa nature, caractérisée 
par sa teneur en minéraux et oligo-éléments (...) et sa pureté originelle » (Rocard et al., 1989). 
Ainsi, une EMN se distingue d’autres types d’eau (d’adduction, de source) par sa composition 
physico-chimique spécifique, mais également par son origine souterraine profonde qui la 
protège des pollutions. Les EMN, dont les EMN à usage thérapeutique, ne peuvent ainsi subir 
Chapitre II. Synthèse bibliographique 
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que des traitements « qui ne modifient pas la composition de cette eau dans ses constituants 
essentiels » (CSP, 2004).  
 
Les eaux minérales naturelles peuvent être regroupées en cinq catégories principales : 
 Les eaux sulfurées contiennent du soufre sous différents états d’oxydation (sulfures, 
polysulfures, soufre élémentaire) en fonction du pH de l’eau. 
 Les eaux sulfatées sont issues du lessivage du gypse et contiennent, outre des sulfates, de 
fortes concentrations en calcium et magnésium. 
 Les eaux chlorurées sodiques peuvent être fortement minéralisées (jusqu’à 350 g/L). 
C’est le cas à Salies-de-Béarn (64) où l’eau a pour origine la dissolution de sel gemme. 
 Les eaux bicarbonatées gazeuses sont caractérisées par leurs concentrations en ions 
hydrogénocarbonate et en CO2 sous forme libre, comme les eaux d’Auvergne. 
 Les eaux faiblement minéralisées, pour finir, ont un extrait sec inférieur à 500 mg/L et ne 
présentent pas d’élément ionique prédominant. Toutefois, elles incluent les eaux oligo-
métalliques, qui se distinguent par leurs concentrations en éléments traces comme le 
cuivre, le zinc, l’arsenic ou le sélénium.  
Les eaux ferrugineuses ne constituent pas une catégorie à part entière, le fer n’étant jamais 
l’élément majeur d’une eau. Il est toujours associé aux bicarbonates, chlorures ou sulfates de 
calcium ou de sodium (Popoff, 1992; Queneau et al., 2000).  
 
II.1.2 Orientations du thermalisme 
En France, douze orientations ont été définies par la Sécurité Sociale, pour soulager des 
troubles aussi variés que l’arthrose ou l’anxiété. La cure thermale est réalisée sur prescription 
médicale et a une durée de trois semaines. Le traitement thermal a concerné, en 2008, 492 000 
personnes (CNETh). Il est à noter que de nombreux établissements thermaux développent 
aujourd’hui des formats de cures plus courts, ou bien des séjours de remise en forme, qui ne 
sont pas pris en charge par la Sécurité Sociale. Le Tableau II-1 résume ces orientations et les 
principales indications revendiquées.  
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Tableau II-1. Orientations du thermalisme et indications les plus fréquentes (Popoff, 
1992; CNETh, 2005). 
Orientation Indications fréquentes 
Rhumatologie et traumatismes 
ostéoarticulaires 
 
 
 
 
Rhumatismes chroniques 
Arthrose 
Tendinites 
Lombalgies 
Rachis opérés et imparfaitement soulagés 
Séquelles de traumatismes ostéo-articulaires 
Voies respiratoires et affections ORL 
(enfants dès 3 ans) 
Rhinites 
Otites séreuses 
Sinusites 
Pharyngites 
Asthme 
Bronchites chroniques 
Dilatation des bronches 
Gynécologie Algies pelviennes 
Phlébologie Insuffisance veineuse 
Séquelles de phlébites 
Cicatrisation des ulcères veineux 
Diminution des lymphœdèmes 
Maladies cardio-artérielles Artérite des membres inférieurs 
Hypertension artérielle 
Angor chronique 
Syndrôme de Raynaud 
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Maladies de l’appareil digestif et 
métabolique 
Colopathies fonctionnelles 
Troubles fonctionnels de la digestion 
Pathologies organiques (colites 
inflammatoires, maladie de Crohn, recto-colite 
hémorragique) 
Diverticulose intestinale 
Obésité 
Surcharge pondérale 
Hyperlipidémies 
Diabète 
Goutte 
Maladies de l’appareil urinaire Prévention des récidives de lithiase urinaire 
Infections urinaires récidivantes 
Prostatite récidivante 
Neurologie Névrites 
Polynévrites 
Séquelles de zona 
Hémiplégie 
Maladie de Parkinson 
Affections psychosomatiques Anxiété 
Somatisation 
Asthénie 
Troubles du sommeil 
Dépression chronique 
Trouble du développement de l’enfant  Eunurésie 
Dermatologie 
(enfants dès 6 mois) 
Eczéma de l'adulte et de l'enfant 
Psoriasis 
Cicatrices hypertrophiques de brûlures 
Prurit 
Urticaire rebelle 
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Affection de la muqueuse bucco-linguale Parodontopathies 
Mycoses buccales 
Lichen plan 
Glossites 
Glossodynies 
 
 
Le nombre d’études pertinentes concernant l’efficacité des pratiques thermales est en 
augmentation constante, du fait de la demande de démonstration du Service Médical Rendu 
dans des pays européens tels que la France ou l’Allemagne, où les Assurances Maladies 
prennent en partie en charge les coûts liés aux cures thermales. Dans ces pays, de nouvelles 
structures promeuvent la réalisation d’essais in vitro ou cliniques, mais aussi d’études socio-
économiques dans le but de montrer les bénéfices des traitements thermaux : l’Association 
Française pour la Recherche Thermale (AFrETh), la Société Française d'Hydrologie et de 
Climatologie Médicales, l’European Scientific Committee on Thermalism (ESCOT), 
l’International Society of Medical Hydrology and Climatology (ISMH)… 
 
Le principe thérapeutique d’une EMN n’est pas toujours bien identifié et les auteurs 
s’accordent en général à penser que plusieurs facteurs entrent en jeu dans le traitement par 
cure thermale dont la chimie de l’eau, sa température, les effets mécaniques (pression de l’eau 
durant l’immersion, douches à jets haute pression). Étant donné que la cure représente une 
période de repos pendant laquelle le patient rompt avec ses activités quotidiennes, un fort 
effet placebo entre aussi en jeu dans l’efficacité des traitements thermaux (Bender et al., 
2005). La reprise d’une activité physique lors de la cure est également considérée comme 
bénéfique dans le traitement du patient : dans une revue concernant la spondylarthrite 
ankylosante, van Tubergen et al. (2002) indiquent que la pratique sportive améliore 
significativement l’état du patient. Toutefois, la combinaison d’une activité sportive et d’une 
cure thermale semble avoir un meilleur effet.  
 
Il est aussi suggéré que l’absorption d’éléments traces à travers la peau a un effet immuno-
modulateur. Dans une revue concernant les effets de la balnéothérapie en dermatologie, Matz 
et al. (2003) indiquent que les traitements par des eaux sulfurées ont de très bons scores 
d’efficacité sur des affections impliquant le système immunitaire, comme le psoriasis ou la 
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dermatite atopique.  
 
Les propriétés microbiologiques d’une EMN ou des boues thermales (produits résultant d’un 
contact plus ou moins prolongé d’une EMN avec des matériaux minéraux ou organiques) 
peuvent également être bénéfiques pour la santé. Récemment, Ma’or & Henis (2006) ont 
montré que la flore endogène d’une boue issue de la Mer Morte pouvait inhiber le 
développement de pathogènes potentiels tels que Escherichia coli, Staphylococcus aureus, 
Propionibacterium acnes, Candida albicans. Dans certains cas, la minéralisation d’une EMN 
permet une activité antimicrobienne vis-à-vis de certains pathogènes. Par exemple, chez les 
patients atteints de dermatites atopiques, les phases aiguës sont des périodes favorables à une 
colonisation anormale par S. aureus. Inoue et al. (1999) ont pu montrer, grâce à des analyses 
in vitro, que l’eau de la source de Kusatsu (Japon), contenant des ions iodure et manganèse en 
milieu acide, avait des propriétés anti-staphyloccocales. Cette étude montre parallèlement que 
des bains réguliers dans la source chaude de Kusatsu permettent de réduire les complications 
liées à la dermatite atopique.  
 
De manière générale, même si la communauté scientifique ne s’accorde pas toujours sur les 
causes des bénéfices des EMN, l’impact socio-économique favorable des cures thermales est 
souvent reconnu : un traitement thermal permet de diminuer les prescriptions de médicaments 
de manière durable et ainsi de réduire les coûts liés à la santé du patient (van Tubergen et al., 
2002).  
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Le thermalisme est une médecine ancestrale qui se définit par le traitement de certaines 
affections par des eaux profondes de natures physico-chimiques et microbiologiques 
particulières. Cette médecine, utilisée aux quatre coins du globe, possède de nombreuses 
indications et concerne un large éventail de patients de tous âges. En France, par 
exemple, 500 000 personnes en moyenne sont traitées chaque année par le thermalisme 
médical. Ce chiffre ne prend pas en compte les séjours courts effectués sans 
prescription. Si la démonstration du Service Médical Rendu fait actuellement en partie 
défaut, la recherche thermale est soutenue par diverses associations et de nombreuses 
études sont publiées chaque année sur les bienfaits des eaux minérales naturelles. 
 
À la frontière entre un établissement de santé et un établissement recevant du public, un 
établissement thermal se doit de maîtriser les risques liés à l’utilisation d’EMN. En 
France, l’activité thermale est très surveillée et fait l’objet de nombreuses préconisations 
visant à la maîtrise de ces risques, décrits dans le chapitre suivant.  
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II.2 Dangers microbiologiques liés à l’usage de l’eau 
minérale naturelle 
Le patient en traitement thermal peut être exposé à différents dangers dans l’établissement. 
Un tableau synthétique (Tableau II-2), réalisé par le CNETh, regroupe l’ensemble de ces 
risques.  
 
Tableau II-2. Exposition aux dangers d’un patient en cure thermale (CNETh, 2008). 
Catégorie de dangers Dangers 
Microbiologique Bactéries, parasites, champignons, virus 
Physico-chimique Hydrocarbures, métaux lourds, résidus de nettoyage, de 
désinfection, dégradation des matériaux, fluides caloporteurs, gaz 
Physique Particules solides, allergies cutanées aux boues 
Radioactivité Radon 
 
Parmi ces dangers, le plus difficile à maîtriser est le danger microbiologique puisqu’il est lié 
au traitement thermal et à l’utilisation de l’EMN à proprement parler. L’EMN peut, en effet, 
être un vecteur de contamination important.  
Par ailleurs, compte tenu de la diversité des pathologies pouvant être traitées par le 
thermalisme, l’état de santé des patients est variable, même si un examen médical permet de 
vérifier qu’un patient ne présente pas de contre-indications (insuffisance cardiaque, affection 
de longue durée, immunodépression…). L’âge moyen des patients traités peut être élevé ou 
bas, en fonction des indications de l’établissement : des sujets âgés fréquentent en majorité les 
établissements spécialisés en rhumatologie, tandis que des enfants à partir de 6 mois sont 
admis dans des établissements à orientation dermatologique par exemple. Il existe donc des 
risques de contaminations importants chez ces patients, dont le système immunitaire peut être 
affaibli ou immature. D’autre part, les patients en cure peuvent aussi présenter des terrains 
favorables aux contaminations du fait de la pathologie qu’ils viennent traiter (asthme, 
sinusites…). L’objet de ce chapitre est donc de comprendre quels risques de contamination 
microbiologique, liés à l’utilisation de l’EMN, sont encourus par les patients lors d’une cure 
thermale.  
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II.2.1 Exposition et voies de contamination 
Différentes voies de contamination existent : dans la majorité des traitements, la peau ou les 
muqueuses sont en contact direct avec l’EMN ou les boues thermales, mais des micro-
organismes en suspension dans l’air peuvent aussi contaminer les patients par voie aérienne. 
L’ingestion représente un autre mode de contamination. Enfin, des contaminations 
interhumaines, par contact direct avec le personnel de l’établissement thermal (massages) ou 
entre les curistes, peuvent également intervenir et valident l’intérêt du questionnaire initial 
préalablement à la cure thermale (absence ou signalement de certaines pathologies 
infectieuses chroniques, comme des onychomycoses par exemple). 
 
Pour limiter les risques de contamination, des recommandations d’entretien des postes de 
soins (ou points d’usages) ont été éditées à destination des établissements thermaux. Ces 
recommandations générales visent notamment à éviter des stagnations trop importantes 
d’EMN, qui favoriseraient le développement microbien, ou indiquent la nature et la fréquence 
des entretiens pour éviter les contaminations entre curistes. Par exemple, des systèmes de 
vidange (robinets de purges) doivent être mis en place pour éviter la stagnation de l’eau et il 
est recommandé d’éliminer le premier jet d’eau avant utilisation. Le poste de soin doit être 
déconnecté des réseaux d’eau neuve et d’eau usée, pour éviter tout risque de rétro-
contamination. L’EMN ne peut pas être recyclée (sauf au niveau des piscines où un traitement 
est autorisé) et le nombre de postes de soins dans l’établissement doit également correspondre 
à la fréquentation maximale de curistes. Enfin, les postes doivent être entretenus de manière 
adaptée (pommeaux de douches nettoyés et désinfectés en fin de journée par exemple).  
 
En France, la réglementation du 19 juin 2000, relative à la gestion du risque microbien dans 
les établissements thermaux, décrit 3 types de soins, correspondant à 3 types de points 
d’usage en fonction du degré de contact de l’EMN avec le patient, détaillés ci-dessous 
(Tableau II-3). Chaque catégorie de soins fait ainsi l’objet d’une surveillance et d’un entretien 
particuliers. 
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Tableau II-3. Catégories de soins en établissement thermal et caractéristiques 
(Abenhaim, 2000). 
Catégorie de soins Caractéristique 
1 EMN en contact direct avec muqueuses respiratoires ou susceptibles 
de provoquer un contact avec les muqueuses oculaires et respiratoires 
2 EMN en contact avec les autres muqueuses internes et ingestion 
d’EMN 
3 Soins externes individuels ou collectifs 
 
II.2.1.1 Soins de catégorie 1 
Les points d’usage de catégorie 1, dont voici quelques exemples, sont représentés par les 
soins où l’EMN est en contact avec les muqueuses respiratoires ou susceptibles d’entrer en 
contact avec les muqueuses oculaires et respiratoires. Ils représentent la catégorie de soins 
présentant le plus fort risque de contamination via l’EMN, notamment par des pathogènes tels 
que L. pneumophila, et font donc l’objet d’une surveillance accrue. Les analyses 
microbiologiques de l’eau (recherche et dénombrement de la flore revivifiable à 37 et à 22 °C 
dans 1 mL, des coliformes dans 250 mL, des entérocoques intestinaux dans 250 mL, des 
spores de bactéries anaérobies sulfito-réductrices dans 100 mL, de P. aeruginosa dans 250 
mL et de L. pneumophila dans 1 L d’EMN) sont réalisées une fois par mois et sont 
éventuellement portées à une fois par trimestre si aucune contamination n’est constatée 
pendant un an (Abenhaim, 2000).  
II.2.1.1.1 Étuves 
Les étuves sont utilisées dans diverses indications comme l’insuffisance veineuse, la 
rhumatologie ou les soins ORL. Les étuves collectives (vaporarium, émanatorium) sont des 
salles où l’eau thermale est vaporisée à une température pouvant varier entre 37 et 40 °C. Le 
but est l’inhalation d’eau thermale sous forme de gouttelettes aérosols (inférieures à 5 µm) 
capables d’atteindre les voies respiratoires basses afin de traiter des pathologies telles que 
l’asthme (Salami et al., 2008). D’autres types d’étuves sont utilisés pour une application 
locale de l’EMN sur une partie du corps (articulations) pour un effet anti-inflammatoire ou 
antalgique. 
Chapitre II. Synthèse bibliographique 
 28 
 
L’inhalation d’aérosols étant importante dans ce type de traitements, des précautions doivent 
être prises pour limiter la transmission de certains pathogènes (L. pneumophila). Ainsi, la 
contamination par le biais de nébulisateurs ou d’humidificateurs a déjà été décrite (Woo et al., 
1992). Des précautions particulières doivent être prises pour limiter ces risques, comme le 
nettoyage quotidien des installations par de l’eau non contaminée et éviter les stagnations 
d’eau. 
 
II.2.1.1.2 Soins ORL 
Les techniques de soins ORL ont pour but de mettre en contact l’EMN avec les muqueuses 
des voies aériennes supérieures ou inférieures. Les techniques d’inhalation sont très souvent 
employées (aérosols soniques, humage), ainsi que les soins permettant le lavage de la sphère 
ORL (bain nasal, irrigations nasales, pulvérisations locales (Syndicat national des médecins 
des stations thermales, 2004)).  
Des accessoires comme des masques d’inhalation, des pistolets de pulvérisation de l’EMN ou 
des canules peuvent être utilisés. Ici, le risque de contamination inter-curistes doit être évité, 
c’est pourquoi le matériel à usage unique est privilégié. Dans le cas de matériel réutilisable, 
les accessoires sont individuels et doivent être nettoyés et désinfectés après usage par 
l’établissement ou par le curiste (selon un protocole fourni par l’établissement). 
 
II.2.1.2 Soins de catégorie 2 
Sont regroupés dans cette catégorie les soins où l’eau est en contact avec les autres 
muqueuses que celles respiratoires ou oculaires. Il s’agit par exemple des buvettes équipant 
les établissements thermaux, l’eau de boisson étant préconisée dans certaines cures thermales  
(maladie de l’appareil urinaire, de l’appareil digestif...) en complément des soins classiques. 
Le risque de contamination par l’eau étant important dans ce type de soins, la fréquence des 
analyses microbiologiques (voir II.2.1.1) est mensuelle (flore totale, indicateurs de 
contamination fécale et P. aeruginosa), excepté l’analyse de L. pneumophila qui est 
trimestrielle. La fréquence peut être portée à une par trimestre si aucune contamination n’est 
constatée pendant 1 an (Abenhaim, 2000).  
 
Au niveau des buvettes, les règles d’hygiène basiques doivent être respectées afin d’éviter les 
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contamination inter-curistes : interdiction de boire directement au robinet, utilisation de 
gobelets à usage unique ou gobelets personnels nettoyés, entretien fréquent des becs de 
buvette. Un écoulement permanent est aussi recommandé pour éviter toute stagnation d’eau. 
 
Certaines cures thermales impliquent des irrigations ou des pulvérisations locales (irrigations 
vaginales, intestinales, douches gingivales...) qui entrent également dans la catégorie 2 de 
soins (Syndicat national des médecins des stations thermales, 2004). Comme pour les soins 
ORL, des accessoires individuels peuvent être utilisés et doivent être à usage unique ou faire 
l’objet d’une procédure de nettoyage et de désinfection particulière. 
 
II.2.1.3 Soins de catégorie 3 
On trouve, dans cette catégorie, tous les soins externes individuels (bains, douches) ou 
collectifs, comme les couloirs de marche ou les piscines. La fréquence des analyses 
microbiologiques de cette catégorie de soins est la même que pour la catégorie 2 (Abenhaim, 
2000).  
 
II.2.1.3.1 Douches 
Différents types de douches sont utilisés pour les soins thermaux. Les douches filiformes 
(utilisées en dermatologie), les douches pénétrantes (ou modelage sous affusion d’eau 
thermale) ou encore les douches à jet sont alimentées en EMN et nécessitent un entretien 
spécifique (voir Figure II-2). 
 
   
Figure II-2. Exemples de douches utilisant de l’EMN : douche filiforme, douche 
pénétrante (ou modelage affusion), douche au jet. 
 
Le démontage, le nettoyage et la désinfection réguliers des pommeaux de douches sont 
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préconisés pour éviter les dépôts de tartre ou oxydes de fer par exemple (dans les 
établissements alimentés en EMN fortement minéralisée). 
  
II.2.1.3.2 Baignoires 
Une grande variété de baignoires peuvent être utilisées pour les bains thermaux : aérobain, 
hydrobain (douche à pression, en immersion), bain carbogazeux…  
Ces baignoires sont souvent équipées d’hydrojets et de buses qui doivent être démontables et 
nettoyés et désinfectés après usage, afin de limiter les contaminations entre patients. Comme 
pour les autres dispositifs, il est conseillé de limiter les stagnations d’eau dans les circuits et 
d’entretenir régulièrement les dispositifs d’arrivée et d’évacuation de l’eau. Pour réduire le 
risque de contamination par Legionella, la hauteur des jets d’eau dans la baignoire doit être 
adaptée pour éviter la production d’aérosols. 
II.2.1.3.3 Piscines 
Sous le terme de "piscines thermales" sont regroupés les bains collectifs, les bassins de 
mobilisation et les couloirs de marche (Figure II-3). Du fait d’un usage collectif, ce sont les 
seuls équipements où l’EMN peut recevoir un traitement désinfectant afin de limiter la 
prolifération microbienne. 
 
 
Figure II-3. Couloir de marche. 
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Les recommandations de traitement sont proches de celles des piscines de loisirs : 
désinfection de l’eau par des produits autorisés et adaptés aux caractéristiques physico-
chimiques de l’EMN (désinfection par le chlore ou par le brome essentiellement). L’EMN 
doit être fréquemment renouvelée, de manière adaptée à la fréquentation. Les piscines doivent 
être équipées de pédiluves et de douches sanitaires (alimentées en eau du réseau d’adduction). 
 
II.2.1.4 Conclusion 
Suite a la mise en place de la réglementation du 19 juin 2000, la Direction Générale de la 
Santé (DGS, 2005) a émis un rapport d’enquête nationale visant à évaluer la qualité 
microbiologique des EMN dans les établissement thermaux français au cours de l’année 2001. 
Pour réaliser cette enquête, une base de données nationale a été réalisée, regroupant les 
résultats des analyses des EMN effectuées par les DDASS. Cette base de données a permis de 
calculer les taux de conformité des établissements. Les paramètres microbiologiques testés 
étaient la détection de bactéries anaérobies sporulées sulfato-réductrices (dans 100 mL 
d’EMN), d’entérocoques (dans 250 mL d’EMN), de coliformes (dans 250 mL d’EMN) dont 
E. coli (dans 250 mL d’EMN), de P. aeruginosa (dans 250 mL d’EMN) et de Legionella spp. 
dont L. pneumophila (dans 1 litre d’EMN).  
 
Les résultats de cette enquête font apparaître que la majorité des établissements thermaux 
maîtrise globalement la contamination par des micro-organismes témoins de contamination 
fécale dans les EMN, puisque 80 à 90 % des établissements étaient conformes (nombre 
d’établissements dont 100 % des analyses sont conformes / nombre total d’établissements). 
En revanche, 1/3 des établissements présente au cours de l’année au moins une contamination 
par L. pneumophila et 2/3 des établissements une contamination par P. aeruginosa (Tableau 
II-4). 
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Tableau II-4. Taux de conformité des établissements thermaux français pour les 
paramètres microbiologiques de l’EMN, sur l’année 2001 (DGS, 2005). 
Paramètre testé Nombre 
d’établissements 
conformes 
Nombre total 
d’établissements 
Taux 
d’établissements 
conformes (%) 
Bactéries anaérobies 
sporulées sulfato-
réductrices 
105 118 89 
Entérocoques 97 119 82 
Coliformes 96 118 81 
E. coli 88 119 74 
P. aeruginosa 39 118 33 
Legionella spp. 63 105 60 
L. pneumophila 71 116 61 
 
Il ressort de cette enquête que P. aeruginosa et L. pneumophila sont deux bactéries bien 
présentes au niveau des réseaux d’EMN des établissements thermaux et constituent donc le 
risque microbiologique principal lié à l’utilisation de l’eau thermale. Compte tenu de la 
pathogénicité potentielle de ces deux bactéries et des soins dispensés, les risques de 
contaminations peuvent être élevés. Même si peu de données sont actuellement disponibles 
sur les cas de légionelloses ou d’infections par P. aeruginosa liés à une cure thermale, les 
résultats de cette enquête montrent que la qualité microbiologique de l’EMN aux différents 
points d’usages des établissements thermaux doit être constamment surveillée et maîtrisée. 
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La cure thermale est un traitement qui s’adresse à une grande variété de patients, tant 
au niveau de l’âge que des pathologies traitées. Au cours de la cure, ces patients sont en 
contact étroit avec les eaux minérales naturelles. La fragilité de certains curistes impose 
donc une vigilance particulière quant aux risques de contamination microbiologique liés 
aux différents types d’utilisation de l’EMN. Ainsi, le rapport du Conseil Supérieur de 
l’Hygiène Publique de France (CSHPF) émis en mai 1999 a pour objet la description et 
la gestion de ces risques (CSHPF et al., 1999). 
Compte tenu de la diversité des soins dispensés, trois catégories de points d’usage ont été 
définies par le CSHPF et repris dans la réglementation du 19 juin 2000, en fonction du 
degré de contact de l’EMN avec le patient. Cette catégorisation permet notamment de 
mieux maîtriser les risques liés aux deux bactéries les plus souvent isolées dans les 
réseaux des établissements thermaux : P. aeruginosa et L. pneumophila. L’objet des deux 
prochains paragraphes est de faire l’état des connaissances actuelles concernant ces 
micro-organismes potentiellement pathogènes afin de mieux cerner les risques qu’ils 
représentent au sein d’un établissement thermal. 
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II.2.2 Pseudomonas aeruginosa 
II.2.2.1 Taxonomie et caractéristiques biologiques 
L'ordre des Pseudomonadales, placé dans la classe des γ-proteobacteria, est constitué de la 
famille des Pseudomonadaceae et de la famille des Moraxellaceae. Au sein des 
Pseudomonadaceae, les Pseudomonas sensu stricto se divisent en deux grands groupes : le 
groupe de P. aeruginosa, dans lequel on trouve les espèces P. syringae, P. chlororaphis, P. 
fluorescens, P. putida, P. stutzeri et P. aeruginosa, et le groupe de P. pertucinogena. Le genre 
Pseudomonas, identifié depuis 1894, a subi de nombreux remaniements avant d’aboutir, à 
l’heure actuelle, à un groupe de 54 espèces, classées selon leurs critères phénotypiques et 
génotypiques. Il s’agit de bacilles à Gram négatif, aérobies stricts et mobiles grâce à des 
flagelles monotriches ou multitriches polaires. Ils sont chimio-organotrophes à métabolisme 
oxydatif (non fermentant), et croissent facilement sur les milieux de culture usuels à des 
températures variant entre 4 et 41 °C. Leur taille varie de 0,5 à 1 µm de large et 1 à 4 µm de 
long. La respiration anaérobie a été décrite (utilisation de nitrates). Certaines espèces 
produisent un pigment caractéristique, la pyoverdine, de couleur jaune à vert et fluorescent, 
synthétisée lorsque la bactérie se trouve dans un milieu carencé en fer. Il s’agit en fait d’un 
sidérophore qui complexe les ions ferriques et facilite leur transport à travers la membrane. 
Parmi les espèces fluorescentes, on trouve P. aeruginosa, P. fluorescens, P. putida ainsi que 
des espèces phyto-pathogènes comme P. syringae (Terrier et al., 1992).  
 
Parmi le genre Pseudomonas, P. aeruginosa est l’espèce la plus connue et la mieux étudiée, 
grâce notamment au séquençage complet de son génome (souche PAO1) publié en 2000 
(Stover et al., 2000). Avec 6,3 millions de paires de bases, il s’agit d’un des plus grands 
génomes bactériens séquencés. Sa complexité et sa taille sont très vraisemblablement à 
l’origine de la grande capacité d’adaptation de P. aeruginosa à des environnements très 
variés : il peut transporter, métaboliser de nombreux substrats organiques, possède de 
nombreux sidérophores ainsi que des systèmes d’efflux (en particulier de la famile RND, 
Resistance/Nodulation/Cell Division) et des systèmes de sécrétion. Au cours du temps, P. 
aeruginosa semble avoir acquis des mécanismes lui permettant de résister à de nombreux 
composés antimicrobiens, comme des porines spécifiques limitant la pénétration de certaines 
molécules hydrophiles ou des pompes d’efflux (Stover et al., 2000).  
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II.2.2.2 Réservoirs 
P. aeruginosa est une bactérie ubiquiste souvent isolée dans les eaux (douces, polluées ou 
non, stagnantes, courantes ou eaux de mer) mais également dans les sols, sur des végétaux, 
des poussières en suspension dans l’air (Terrier et al., 1992). La colonisation d’aliments, plus 
particulièrement de végétaux crus est fréquente et constitue un des modes de contamination 
humaine (Oie et al., 2008) au même titre que le contact avec des eaux contaminées. Ses 
exigences nutritives modestes lui permettent de survivre et de se multiplier dans des milieux 
très pauvres (Kayser et al., 1975) et également sur des surfaces humides. Il est fréquemment 
rencontré en milieu hospitalier, dans les éviers, les siphons, les vases, les cantines, sur les 
objets ou le linge de toilette, ainsi qu’au niveau de solutions antiseptiques.  
 
La colonisation des réseaux d’eau par P. aeruginosa est liée à sa capacité à former des 
biofilms, communautés de micro-organismes fixées à des surfaces. Les biofilms peuvent 
coloniser des tissus, in vivo (poumons de patients atteints de mucoviscidose (Ryder et al., 
2007)) ou des surfaces abiotiques, comme les canalisations d’eau (Trautmann et al., 2005). P. 
aeruginosa est d’ailleurs un micro-organisme modèle pour les études sur biofilms (O'Toole et 
al., 1998; Knezevic et al., 2008; Parsek et al., 2008). Ainsi, cette bactérie est fréquemment 
isolée de biofilms aquatiques (Moritz et al.; Trautmann et al., 2005) et les avantages qu’elle 
tire de ce mode de prolifération seront détaillés dans le paragraphe II.2.2.5.1. 
 
II.2.2.3  Risque infectieux et pouvoir pathogène 
La liste des infections liées à P. aeruginosa est longue et non-exhaustive. Les infections sont 
d’abord locales avant de se généraliser si aucun traitement n’est appliqué ou si le traitement 
est inefficace. P. aeruginosa, en tant que pathogène opportuniste, colonise puis infecte 
préférentiellement les sujets immunodéprimés ou affaiblis comme les grands brûlés, les 
cancéreux, patients en unités de soins intensifs, transplantés, dialysés ou sujets atteints de 
mucoviscidose, ce qui explique notamment sa prévalence en milieu hospitalier et la 
réglementation actuelle (absence dans 100 mL d’eau pour un réseau hospitalier, absence dans 
250 mL d’eau en réseau d’EMN). P. aeruginosa est en effet responsable d’environ 10 % des 
infections nosocomiales en France en 2006, ce qui en fait la 3ème bactérie la plus souvent 
responsable d’infections nosocomiales (Tableau II-5), selon l’Institut Veille Sanitaire (InVS). 
La virulence des souches entre aussi en ligne de compte dans le déclenchement d’une 
infection.  
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Tableau II-5. Prévalence des micro-organismes associés à des infections nosocomiales en 
France en 2006 (InVS). 
Micro-organisme N Part relative (%) 
Escherichia coli 3896 24,7 
Staphylococcus aureus 2980 18,9 
P. aeruginosa 1583 10,0 
Staphylocoques à coagulase négative 1029 6,5 
Enterocoques 1010 6,4 
Proteus mirabilis 624 3,9 
Klebsiella pneumoniae 546 3,5 
Streptocoques non pneumoniae ou pyogenes 551 3,2 
Enterobacter cloacae 480 3,0 
Candida albicans 433 3,7 
Enterobacter aerogenes 208 1,3 
Klebsiella oxytoca 188 1,2 
Candida non albicans 182 1,2 
Clostridium difficile 176 1,1 
Moraxella spp. 171 1,1 
Autres 1783 11,3 
Total 15800 100,0 
 
On peut lister trois modes de contamination principaux qui permettent de mieux comprendre 
l’origine des risques en établissement thermal.  
 
o Voie cutanéo-muqueuse 
La pénétration se produit ici par contact direct d’un individu avec une source de 
contamination. La bactérie cause alors préférentiellement l’infection de zones cutanées 
humides (aine, aisselle), de plaies ou de brûlures. Les sources de contamination sont multiples 
(éponges, linges, eaux). En secteur hospitalier, il est généralement admis que la transmission 
se produit par manuportage de la bactérie par le personnel, cependant l’eau est le plus souvent 
incriminée (Trautmann et al., 2005). La transmission se produit lors des toilettes ou par du 
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matériel médical plus ou moins invasif et rincé par de l’eau contaminée (endoscopes, 
bronchoscopes, bassins) (Muscarella, 2004).  
 
En établissement thermal, toutes les catégories de soins peuvent être à l’origine de ce mode de 
contamination, l’exposition à des sources d’eaux contaminées pouvant provoquer des 
folliculites, un syndrome des « ongles verts » ou de « pied chaud ». La sphère ORL peut 
également être affectée (otite externe) (Kerr et al., 2009).  
 
o Voie respiratoire 
L’inhalation d’aérosols contaminés constitue une voie de pénétration chez certains individus, 
notamment des patients atteints de mucoviscidose. Les humidificateurs, les systèmes de 
climatisation, les nébulisateurs ou les respirateurs artificiels sont de possibles vecteurs de la 
bactérie. Les soins de catégorie 1 (inhalateurs, étuves…) peuvent donc être à l’origine de 
contaminations des voies respiratoires en milieu thermal, causant ainsi des pneumonies ou des 
bactériémies (Kerr et al., 2009).  
 
o Voie oro-digestive 
La pénétration du bacille pyocyanique dans l’organisme humain par le biais de l’alimentation 
est fréquente et peut être à l’origine d’infections digestives, en liaison avec la charge 
bactérienne et l’état de l’hôte. L’absorption liée à la consommation de légumes a ainsi été 
décrite (Oie et al., 2008). Même si les EMN contiennent une microflore autochtone 
essentiellement constituée de bactéries du genre Pseudomonas (P. veronii, P.rhodesiae, 
P.jensenii, P.mandelii, P.gessardii…), P. aeruginosa n’est normalement pas présente au 
niveau des émergences (Leclerc et al., 2002). Des études montrent cependant que la bactérie 
peut se maintenir pendant 5 ans dans des EMN embouteillées, en cas de contamination 
accidentelle (Legnani et al., 1999). Au niveau des établissement thermaux, prévenir la 
contamination des points d’usage de catégorie 2 (buvettes notamment) est donc essentiel afin 
d’éviter les contaminations par voie digestive. 
 
II.2.2.4 Facteurs de virulence  
Si P. aeruginosa est à l’origine de nombreuses pathologies, les facteurs de virulence de cette 
bactérie sont surtout décrits dans le cadre de modèles murins d’infections pulmonaires 
représentatives de celles observées chez les patients atteints de mucoviscidose (van 
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Heeckeren et al., 2002). Cependant, d’autres modèles sont utilisés pour déterminer les 
facteurs de virulence de cette bactérie, comme des modèles murins d’infection de brûlures, 
l’infiltration de feuilles d’Arabidopsis thaliana ou la colonisation de Caenorhabditis 
elengans. De nombreux facteurs de virulence identifiés sont redondants (Hendrickson et al., 
2001), d’où l’on déduit que les facteurs impliqués dans les pathologies pulmonaires le sont 
aussi dans d’autres types de pathologies. Ces facteurs peuvent être situés à la surface 
cellulaire, sécrétés ou directement injectés aux cellules de l’hôte via un système de sécrétion 
de type 3. Ils sont énumérés dans le Tableau II-6. 
 
Tableau II-6. Facteurs de virulence de P. aeruginosa et rôles.  
Adapté de Kipnis et al. (2006). 
Type Facteur de virulence Rôle 
Facteurs de virulence de la 
surface bactérienne 
Flagelle Mobilité (« nage ») 
Adhésion aux cellules épithéliales 
Inhibition de la réponse 
inflammatoire médiée par NFκB 
 Pili Motilité 
Adhésion aux cellules épithéliales 
 LPS Liaison asialoGM1, CFTR 
Reconnaissance de TLR4/CD12 et 
TLR4/MD2 
 Alginate Protection contre la phagocytose, 
les antibiotiques ou atténuation de 
la réponse de l’hôte 
Architecture du biofilm 
Facteurs de virulence 
sécrétés 
Pyocyanine Augmentation de l’IL8 
Atténuation de la réponse de l’hôte 
Apoptose des neutrophiles 
Augmentation du stress oxydatif lié 
à l’inflammation 
Possible détérioration des canaux 
chlorure CFTR  
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Type Facteur de virulence Rôle 
 Pyoverdine Sidérophore 
Régulation de la sécrétion de ExoA 
 Protéase alkaline Lyse de la fibrine 
 Protéase IV Lyse des protéines A, D et B 
(surfactants pulmonaires) 
 Élastase Destruction de l’épithélium 
respiratoire (destruction des 
jonctions serrées) 
 Phospholipase C Hémolytique 
Destruction des phospholipides 
membranaires 
Inactivation du surfactant 
 Exotoxine A Inhibition du facteur d’élongation 2 
menant à l’inhibition de la synthèse 
protéique et donc à la mort 
cellulaire 
Facteurs de virulence 
injectés via le SST3 
Exotoxine S ADP-ribosyl transférase 
(désorganisation du cytosquelette) 
Protéine activatrice des Rho-
GTPase 
Liaison à TLR2 et TLR4 
(modulation des réponses 
immunitaires et inflammatoires) 
 Exotoxine T ADP-ribosyl transférase 
(désorganisation du cytosquelette) 
Protéine activatrice des Rho-
GTPase 
 Exotoxine Y Augmentation du AMPc 
cytosolique conduisant à 
l’augmentation de la perméabilité 
pulmonaire 
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Type Facteur de virulence Rôle 
 Exotoxine U Activité 
phospholipase/lysophospholipase 
menant à la désorganisation des 
membranes cellulaires eucaryotes 
 
Le flagelle et les pili sont considérés comme des facteurs de virulence importants. Ils sont 
impliqués, d’une part, dans le mouvement bactérien et, d’autre part, dans l’adhésion des 
bactéries aux cellules épithéliales de l’hôte. Parmi les facteurs surfaciques, le 
lipopolysaccharide (LPS), situé sur la face externe de la membrane externe, joue aussi un rôle 
dans l’adhésion ainsi qu’en tant qu’activateur de la réponse inflammatoire. Les souches de P. 
aeruginosa isolées chez des patients atteints de mucoviscidose sont généralement productrices 
d’exopolysaccharides mucoïdes, principalement des alginates. Ces molécules participent 
notamment à la résistance de la bactérie par diminution de la diffusion des antibiotiques. Les 
alginates, comme le mucus pulmonaire particulièrement épais des patients atteints de 
mucoviscidose, participent à la fixation des bactéries sous forme de biofilm, étape importante 
de la colonisation bactérienne (voir paragraphe II.2.4.3.2.1). 
 
Parmi les facteurs de virulence bactériens sécrétés, on retrouve les pigments diffusibles 
comme la pyocyanine (bleu) et la pyoverdine (vert jaune), agents chélateurs du fer. Ils jouent 
un rôle dans la persistance et la croissance de la bactérie grâce à leur capacité de déplacement 
du fer lié in vivo à la lactoferrine ou à la transferrine. D’autres enzymes sécrétées participent à 
la lyse du surfactant pulmonaire ou à la destruction de l’épithélium respiratoire. La 
phospholipase C a la capacité de libérer les phosphorylcholines de la sphingomyéline et de la 
phosphatidylcholine, composants majeurs du surfactant pulmonaire. 
 
Les toxines sécrétées par le biais de systèmes de sécrétion sont particulièrement bien 
représentées chez P. aeruginosa : 5 systèmes de sécrétion ont été décrits, des types I, II, III, V 
et VI (Engel et al., 2009). Plus particulièrement, le système de sécrétion de type III permet 
l’injection directe de toxines dans la cellule de l’hôte. 
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II.2.2.5 Sensibilité aux molécules antimicrobiennes 
II.2.2.5.1 Antibiotiques 
En tant que bactérie ubiquiste, P. aeruginosa est une bactérie capable de s’adapter à différents 
environnements et est naturellement résistante à de nombreuses molécules normalement 
toxiques pour la croissance bactérienne. Sa résistance naturelle ou acquise aux antibiotiques 
est une bonne illustration de cette propriété. Quatre familles d’antibiotiques peuvent être 
utilisées pour lutter contre une infection à P. aeruginosa (Tableau II-7). Or, pour chacune de 
ces familles, au moins un mécanisme de résistance a été décrit, comme le montre la revue de 
Hancock & Speert (2000), Tableau II-7. 
 
Tableau II-7. Principaux mécanismes de résistance de P. aeruginosa aux antibiotiques 
(Hancock et al., 2000). 
Famille d’antibiotiques Antibiotiques Mécanismes de résistance 
Pénicillines  
(β-lactamines) 
Ticarcilline 
Carbénicilline 
Pipéracilline 
Dérépression d’une ß-lactamase 
chromosomique 
Surexpression de la pompe d’efflux MexAB-
OprM 
Expression de ß-lactamases plasmidiques 
Céphalosporines 
(β-lactamines) 
Ceftazidime 
Céfopérazone 
Céfépime 
Cefpirome 
Dérépression d’une ß-lactamase 
chromosomique 
Surexpression de la pompe d’efflux MexAB-
OprM 
Surexpression de la pompe d’efflux MexCD-
OprJ (céphalosporines de 4ème génération) 
Carbapénèmes 
(β-lactamines) 
Imipénème 
Méropénème 
Perte de la porine OprD 
Surexpression des pompe d’efflux MexEF-
OprF et MexAB-OprM (Méropénème) 
Aminoglycosides Gentamicine 
Tobramycine 
Amikacine 
Surexpression de la pompe d’efflux MexXY 
Production d’enzymes plasmidiques modifiant 
l’antibiotique 
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Famille d’antibiotiques Antibiotiques Mécanismes de résistance 
Quinolones Ciprofloxacine Mutation du gène codant pour la sous-unité 
topoisomérase de GyrA (parfois GyrB) 
Surexpression des pompes d’efflux 
Polymyxines Colistine Modification du LPS (in vitro seulement) 
 
La résistance aux antibiotiques chez P. aeruginosa s’explique par la combinaison de deux 
phénomènes : d’une part la faible perméabilité de la membrane externe aux molécules 
hydrophiles (10 à 100 fois moins perméable que d’autres bactéries à Gram négatif) et d’autre 
part la présence de nombreux systèmes d’efflux ou d’enzymes de dégradation des 
antibiotiques. L’importance de la perméabilité membranaire dans la résistance aux 
antibiotiques a été démontrée par l’ajout de peptides cationiques modifiant les propriétés 
membranaires et qui permettent d’augmenter la sensibilité de la bactérie (Hancock et al., 
2000). 
 
La présence de très nombreux systèmes d’efflux chez P. aeruginosa a notamment été révélée 
par le séquençage complet du génome de la souche PAO1 (Stover et al., 2000). Les cinq 
familles de système d’efflux sont représentées : MFS (Major Facilitator Superfamily), SMR 
(Small Multidrug Resistance family) qui exportent certains désinfectants comme les 
ammonium quaternaires (Cattoir, 2004), MATE (Multirug And Toxic compound Extrusion 
family), transporteurs ABC (ATP-Binding Cassette family) et RND 
(Resistance/Nodulation/Cell Division) (Tableau II-7). La famille des RND est 
particulièrement importante, avec 10 gènes putatifs identifiés, contre 4 seulement chez E. coli. 
II.2.2.5.1 Désinfectants  
Les bactéries à Gram négatif sont, de manière générale, moins sensibles aux antiseptiques et 
désinfectants que les bactéries à Gram positif, non-sporulées. Parmi les bactéries à Gram 
négatif, P. aeruginosa apparaît généralement comme le plus résistant. Ce phénomène est 
illustré par les différentes valeurs de CMI de 10 antiseptiques ou désinfectants vis-à-vis de E. 
coli et P. aeruginosa (Tableau II-8 (McDonnell et al., 1999)). 
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Tableau II-8. CMI de 10 antiseptiques et désinfectants vis-à-vis de E. coli et P. 
aeruginosa (McDonnell et al., 1999). 
Agent biocide CMI (µg/mL) 
 E. coli P. aeruginosa 
Chlorure de benzalkonium  50 250 
Chlorure de benzethonium  32 250 
Cétrimide 16 64-128 
Chlorhexidine 1 5-60 
Hexachlorophène 12,5 250 
Phénol 2000 2000 
o-phénylphénol 500 1000 
Iséthionate de propamine 64 256 
Iséthionate de dibromopropamine 4 32 
Triclosan 5 >300 
 
Les CMB obtenues vis-à-vis de l’hypochlorite de sodium pour P . aeruginosa sont également 
deux fois supérieures à celles nécessaires vis-à-vis d’E. coli (Samrakandi, 1996).  
 
La membrane externe des bactéries à Gram négatif joue le rôle d’une barrière qui inhibe 
l’entrée des molécules hydrophobes. Ce phénomène a été démontré par l’étude de souches de 
E. coli, S. typhimurium, et P. aeruginosa, mutées au niveau d’un facteur surfacique. Les 
résultats observés montrent que les bactéries mutées sont plus sensibles aux antibiotiques et 
désinfectants hydrophobes. La membrane externe des bactéries à Gram négatif joue donc un 
rôle dans la sensibilité de la bactérie aux antimicrobiens, très vraisemblablement par le biais 
du LPS (McDonnell et al., 1999). Parallèlement, P. aeruginosa possède des porines 
spécifiques limitant l’entrée des molécules hydrophiles. 
 
Un des mécanismes importants de résistance aux traitements pour la bactérie P. aeruginosa 
est sa capacité à former des biofilms. Une fois fixés, les micro-organismes résistent mieux aux 
traitements antimicrobiens (antibiotiques ou biocides) que leurs équivalents planctoniques 
(bactéries en suspension dans un liquide) (Mah et al., 2001). Plusieurs mécanismes sont 
évoqués pour expliquer la résistance des bactéries sous forme de biofilm, notamment la 
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difficulté de pénétration des agents antimicrobiens, la présence de bactéries à croissance lente, 
l’activation de la réponse au stress via le facteur σ RpoS (Mah et al., 2001). La limitation 
d’accessibilité des cellules de P. aeruginosa est augmentée par une structuration en biofilm. 
Ce phénomène a notamment été mis en évidence par Samrankandi et al. (1997). Le niveau de 
production de polysaccharides extracellulaires, influencé par les conditions de croissance du 
biofilm, est corrélé à une meilleure tolérance à des traitements chlorés. La colonisation d’un 
réseau par P. aeruginosa est donc souvent associée à la présence d’un biofilm qui sert de 
réservoir à la bactérie (voir chapitre I.2.4) et conduit à une certaine tolérance aux traitements. 
 
 
P. aeruginosa est un bacille à Gram négatif ubiquiste et bien présent dans les milieux 
humides. Grâce à ses exigences nutritives modestes, il a la capacité de proliférer dans les 
réseaux d’eau.  
En tant que pathogène opportuniste, il colonise et infecte préférentiellement des 
organismes affaiblis (immunodéprimés, patients atteints de mucoviscidose...). Les voies 
d’entrée sont variées : oro-disgestive, respiratoire, mais également par contact avec la 
peau ou les muqueuses lésées. P. aeruginosa est à l’origine de pathologies liées à ses 
nombreux facteurs de virulence. Il est naturellement doté de systèmes de résistance aux 
antimicrobiens qui en font une bactérie difficile à éradiquer. 
L’eau est un vecteur de propagation de la bactérie à ne pas négliger, notamment dans 
les établissements thermaux. La capacité de P. aeruginosa à former des biofilms, 
propriété importante de cette bactérie, accroît sa résistance vis-à-vis de chocs de 
désinfection et permet sa persistance dans les réseaux. La présence de cette bactérie 
dans un réseau doit donc être particulièrement contrôlée, et les moyens de maîtrise 
adaptés notamment à la limitation de la formation ou l’élimination du biofilm. 
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II.2.3 Legionella pneumophila 
La bactérie L. pneumophila a été identifiée suite à une épidémie lors du 58ème congrès de la 
Légion Américaine, à Philadelphie (États-Unis) en 1976. Cent quatre-vingt deux participants 
ont été touchés par une pneumopathie d’origine inconnue, nommée maladie du Légionnaire, 
et 32 d’entre eux en sont morts. En 1977, Mac Dade et al. (1977), chercheurs au Center for 
Disease Control, ont isolé la bactérie responsable de l’épidémie à partir de cochons d’Inde. Ce 
n’est qu’en 1979 que ce micro-organisme a été décrit et nommé Legionella pneumophila 
(Brenner et al., 1979). Plus tard, l’enquête a démontré que le système de climatisation de 
l’hôtel dans lequel résidaient les patients était à l’origine de l’épidémie.  
 
II.2.3.1 Taxonomie et caractéristiques biologiques 
La famille des Legionellaceae, appartenant à l’ordre des Legionellales (γ-protéobacteries), 
comprend un seul genre, Legionella (Fields et al., 2002). L’espèce la plus proche d’un point 
de vue phylogénétique est Coxiella burnettii, agent de la fièvre Q, qui appartient également à 
l’ordre des Legionellales. Ce micro-organisme partage 42 % de gènes communs avec 
Legionella (Chien et al., 2004) et a un mode de réplication intracellulaire similaire. 
 
La souche historiquement isolée sur le site de la première épidémie identifiée de légionellose 
(Philadelphie, 1976) a été entièrement séquencée en 2004. Cette étude a montré que 60% des 
gènes de L. pneumophila sont des homologues de gènes d’autres bactéries intracellulaires 
(Coxiella, Salmonella, Chlamydia, Rickettsia, Brucella, Mycobacterium), bien que ces 
espèces ne soient pas toujours phylogénétiquement proches. Le genre Legionella comporte 
actuellement 48 espèces et 70 sérogoupes, dont 15 sont associés à l’espèce L. pneumophila. 
Selon Fields et al. (2002), 20 espèces ont déjà été associées à une légionellose, même si 90 % 
des cas décrits sont liés à L. pneumophila. 
 
L. pneumophila est un bacille à Gram négatif (prenant faiblement la coloration par le rouge 
neutre ou la safranine), aérobie strict, catalase positive, non sporulé et non capsulé. Les 
cellules mesurent 0,3 à 0,9 µm de large sur 2 à 20 µm de long. L. pneumophila possède 
également un à deux flagelles en position polaire ou subpolaire (Ott et al., 1991). Son 
caractère fortement plésiomorphe serait lié à l’âge des cultures : des cultures jeunes sont 
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majoritairement formées de coccobacilles de 2 à 6 µm, tandis que des cultures plus âgées 
présentent des formes filamenteuses de plus de 20 µm de long (Harrison et al., 1988). 
 
Le défaut de coloration par le rouge neutre ou la safranine utilisée pour la coloration de Gram 
est lié aux caractéristiques de la paroi, riche en acides gras ramifiés. La paroi contient 
également des ubiquinones dont les chaînes latérales sont constituées de 9 à 14 unités 
isoprènes qui participent à l’hydrophobicité générale de la cellule. La plupart des espèces 
produisent des β-lactamases et sont capables d’hydrolyser la gélatine ; les réactions 
d’oxydase, de réduction des nitrates, et d’uréase sont négatives. Les sucres ne sont ni 
fermentés ni oxydés et la seule source de carbone provient des acides aminés. Seule L. 
pneumophila a la capacité d’hydrolyser l’hippurate (exception faite des sérogroupes 4 et 15). 
 
Les bactéries du genre Legionella sont des micro-organismes fastidieux qui ne poussent que 
sur un milieu à base d’extrait de levure appelé BCYE (Buffered Charcoal Yeast Extract). 
Même si, à l’origine, l’isolement de Legionella a été réalisé sur milieu Mueller-Hinton 
supplémenté en hémoglobine et IsoVitalex, les composants essentiels de ce milieu ont été 
identifiés comme étant le fer (contenu dans l’hémoglobine) et la L-cystéine (contenu dans 
l’IsoVitalex). Ainsi la composition du milieu a été modifiée pour donner naissance au « F-G 
agar », milieu supplémenté en L-cystéine et phosphate ferrique. Plus tard, les améliorations de 
ce milieu ont conduit à la mise au point du milieu BCYE par Feeley et al. (1979), milieu à 
base d’extrait de levure détoxifié par du charbon actif (Charcoal Yeast Extract Agar), dont le 
pH est de 6,9. L’aspect des colonies est très variable selon les espèces mais aussi selon les 
sérogroupes : la couleur varie du blanc au gris parfois rosé, avec un centre marqué. Observées 
à la loupe binoculaire, les colonies présentent un aspect de verre fritté. Il est à noter que le 
milieu de culture liquide BYE (Buffered Yeast Extract), milieu filtré (membrane de porosité 
nominale de 0,2 µm), peut aussi être utilisé, sans ajout de charbon. 
 
Les études montrent que la température optimale de développement de la bactérie dans le 
milieu BCYE est de 37 °C. Konishi et al. (2006) ont toutefois montré que certaines souches 
étaient capables de se multiplier jusqu’à 44 °C, ce qui explique en partie la présence non 
négligeable de légionelles dans les réseaux d’eau chaude.  
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II.2.3.2 Réservoirs 
L. pneumophila est une bactérie ubiquiste hydrotellurique et est, par conséquent, retrouvée 
dans de nombreux réservoirs d’eau douce, type lacs et rivières (Fliermans et al., 1981). Elle a 
parfois été mise en évidence dans des prélèvements d’humus destiné au jardinage, dont la 
manipulation a entraîné des contaminations (Wallis et al., 2005). L’eau de mer n’est pas a 
priori un réservoir de la bactérie, pourtant l’étude de Heller et al. (Heller et al., 1998) montre 
que L. pneumophila est capable de résister à des concentrations en NaCl de 3 %. L. 
pneumophila a, en outre, la capacité de se maintenir jusqu’à 125 jours dans de l’eau du réseau 
d’adduction publique stérile (Steinert et al., 1997).  
 
Son caractère ubiquitaire lui permet de coloniser de nombreux environnements artificiels, 
comme les réseaux d’eau chaude sanitaire (Stout et al., 1985) et les équipements qui y sont 
reliés : robinetterie, douches (Bollin et al., 1985). Les systèmes de climatisation, 
humidificateurs, fontaines et tours aéroréfrigérantes sont également concernés. Ces appareils 
ont pour caractéristique la production d’aérosols dont l’inhalation peut aboutir au 
développement d’une pathologie (Bollin et al., 1985; Jarraud et al., 2002).  
 
Plusieurs facteurs de colonisation des réseaux d’eau ont été identifiés. La température élevée 
de l’eau (entre 25 et 40 °C) est en général un facteur favorisant fortement la présence de 
Legionella. Des légionelles ont pu être détectées à des températures atteignant 63 °C 
(Fliermans et al., 1981; Golovlev, 2000; Soderberg et al., 2008). La diminution de la 
température de l’eau dans des tours aéroréfrigérantes semble par ailleurs un bon moyen de 
contrôle de la prolifération de ces bactéries (Kusnetsov et al., 1997). Il est à noter que des 
Legionellaceae, dont L. pneumophila, ont pu être isolés dans des lacs polaires en Antarctique 
(Carvalho et al., 2008), ce qui démontre la grande résistance de ces micro-organismes vis-à-
vis de conditions extrêmes. La corrosion, le tartre, les dépôts sédimentaires dans les 
canalisations (Stout et al., 1985) sont autant de facteurs favorisant la colonisation par L. 
pneumophila.  
 
La minéralisation d’une eau joue un rôle important dans le maintien de L. pneumophila. Ohno 
et al. (2003) ont pu montrer que la bactérie pouvait maintenir son activité métabolique 
pendant un mois dans 19 EMN japonaises (non stérilisées), même si la cultivabilité était 
perdue. Par contre, après 5 jours d’incubation dans une eau distillée, aucune bactérie 
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métaboliquement active n’est détectée. L. pneumophila est souvent détectée dans des eaux 
minérales naturelles, qu’elles soient embouteillées (Klont et al., 2006) ou utilisées à des fins 
récréatives (piscines, spas) (Sukthana et al., 2005; Hsu et al., 2006; Costa et al., 2010). Ainsi, 
la possibilité de contaminations humaines liées à l’usage d’eaux minérales a déjà été décrite 
(Leoni et al., 2006; Su et al., 2006).  
 
La présence de L. pneumophila dans une eau est très souvent corrélée à la présence d’amibes 
(Steinert et al., 2002; Thomas et al., 2004; Lasheras et al., 2006), compte tenu de sa capacité à 
se répliquer à l’intérieur de ces cellules (voir chapitre I.2.3.3.2.). La plupart des auteurs 
considèrent même que L. pneumophila ne peut se multiplier, dans un réseau d’eau, qu’en 
présence d’amibes (Murga et al., 2001). Plus récemment, des études envisagent le maintien de 
la bactérie grâce à des interactions commensales avec des espèces bactériennes classiques de 
la flore classique des réseaux d’eau.  
 
II.2.3.2.1 Interaction avec les amibes et cycle de réplication intracellulaire 
La capacité de L. pneumophila à se répliquer à l’intérieur des amibes a été observée pour la 
première fois par Rowbotham (1980). Pour démontrer la pathogénicité de L. pneumophila vis-
à-vis des amibes (notamment Acanthamoeba castellanii et A. polyphaga), les protozoaires ont 
été ensemencés en un point d’une boîte de Petri contenant Klebsiella pneumoniae sous forme 
inactivée, servant de substrat nutritif pour les amibes. La croissance des amibes conduit 
normalement au recouvrement total de la boîte de Petri après 3 à 5 jours d’incubation. En 
ensemençant une ligne de L. pneumophila à travers la boîte de Petri, Rowbotham a observé 
l’arrêt de la croissance amibienne. Des observations microscopiques ont en outre mis en 
évidence la lyse des amibes par L. pneumophila. 
 
Dans l’environnement, L. pneumophila cohabite avec de nombreuses espèces de 
microorganismes procaryotes ou eucaryotes, dont des protozoaires. En temps normal, ces 
protozoaires se nourrissent de bactéries sous forme de biofilms, qu’elles « broutent ». 
Toutefois les légionelles ont la capacité d'échapper à la digestion des protozoaires et de les 
utiliser pour se multiplier de manière intracellulaire, selon le cycle décrit dans la Figure II-4. 
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Figure II-4. Cycle de réplication de L. pneumophila à l’intérieur de protozoaires 
(Molofsky et al., 2004). 
 
Dans un premier temps, la bactérie adhère à la surface de l'amibe par un mécanisme qui n'est 
pas complètement élucidé. On sait toutefois que le pilus de type IV situé à la surface 
bactérienne se lie à une lectine de Hartmanella vermiformis (Harb et al., 2000). La bactérie 
est alors phagocytée et se retrouve alors dans une vacuole censée fusionner avec le lysosome 
afin d'être digérée. Or, comme d'autres micro-organismes à développement intracellulaire, L. 
pneumophila a la capacité d'échapper à la digestion endosomale de l’hôte (Gruenberg et al., 
2006) grâce, notamment, au système Dot/Icm, système de sécrétion de type IVB. Par ce biais, 
la bactérie injecte dans la cellule hôte des facteurs perturbant le trafic vésiculaire et 
empêchant la fusion du phagosome avec le lysosome (Coers et al., 1999; Shohdy et al., 2005). 
La vacuole dans laquelle se trouvent les légionelles devient alors un compartiment de 
réplication.  
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Figure II-5. Cellule de Hartmanella vermiformis infectée par L. pneumophila, 12 h après 
infection (grossissement ×  3400). (Abu Kwaik et al., 1998) 
 
De nombreuses mitochondries et vésicules, ainsi que le réticulum endoplasmique granuleux 
sont recrutés à proximité de la vacuole de réplication. La bactérie subit des changements 
physiologiques et phénotypiques résultants de son adaptation au milieu intracellulaire 
(Faulkner et al., 2002; Fernandez-Moreira et al., 2006; Miyake et al., 2006) : les légionelles, 
disposant de nutriments en quantité suffisante, se multiplient activement (Figure II-5). 
L’épuisement de nutriments conduit à l'arrêt de la phase de réplication. Les bactéries se 
différencient alors en une « forme mature intracellulaire » flagellée ou MIF (Mature 
Intracellular Form, voir Tableau II-9 (Byrne et al., 1998; Greub et al., 2003)) qui est la forme 
de dissémination de la bactérie (Figure II-4) (Garduno et al., 2002). Après mort nécrotique du 
protozoaire hôte, les légionelles sont libérées dans l'environnement. Il a par ailleurs été 
démontré que L. pneumophila pouvait se maintenir dans l’amibe pendant l’enkystement, ce 
qui permet à la bactérie de résister à de nombreux stress et notamment aux traitements 
biocides. 
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Tableau II-9. Principaux caractères phénotypiques permettant de différencier les formes 
réplicatives et transmissives de L. pneumophila (Fields et al., 2002; Molofsky et al., 2004). 
Phénotype Phase réplicative Phase transmissive 
Motilité - + 
Résistance aux stress - + 
Production de pigment - + 
Granules de stockage  
(ß-hydroxybutyrate) 
- + 
Sensibilité au sodium - + 
Paroi Irrégulière Lisse 
Forme Bacilles Petites cellules cocco-bacillaires 
 
II.2.3.2.2 Association avec le biofilm 
Les réseaux d’eau colonisés par L. pneumophila sont sources de contamination par la bactérie. 
Or l’eau des réseaux constitue un milieu oligotrophe, théoriquement peu favorable au 
développement bactérien. Ainsi, les micro-organismes ont tendance à adhérer aux surfaces, où 
se concentrent les nutriments, et à former des biofilms capables d’exploiter cette ressource. La 
première démonstration de la persistance de L. pneumophila sous forme de biofilm a été 
effectuée par Wright et al. (1989). Dans cette étude, les auteurs montrent que L. pneumophila 
est préférentiellement isolée à la surface des canalisations plutôt qu’en suspension dans l’eau 
du réseau. Ils ont également observé, in vitro, l’adhésion de ces bactéries à de nombreux 
matériaux : fonte, acier galvanisé, cuivre, PVC, bois. Cette étude suggère le rôle important du 
biofilm dans la persistance des légionelles dans tous types de réseaux d’eau (cuivre, 
polyéthylène (Walker et al., 1993), PVC, acier classique ou INOX, polypropylène (Rogers et 
al., 1994)). Le biofilm offre notamment une niche de protection contre les biocides (Cargill et 
al., 1992; Giao et al., 2009).  
 
L. pneumophila emploie différents moyens pour se maintenir au sein d’un biofilm. Tout 
d’abord, les biofilms servent souvent de subtrat nutritif pour le développement des 
protozoaires ou amibes qui peuvent coloniser les réseaux d’eau. Comme le mentionne le 
chapitre précédent, L. pneumophila a la capacité de se multiplier à l’intérieur de ces cellules. 
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Ainsi, si L. pneumophila peut se maintenir pendant de longues périodes (jusqu’à 15 jours) 
dans certains biofilms artificiels et en milieu oligotrophe, sa multiplication est induite lors de 
l’ajout d’amibes (Murga et al., 2001; Kuiper et al., 2004; Declerck et al., 2007; Lau et al., 
2009). En pratique, les auteurs constatent que la présence de légionelles dans une eau est 
souvent corrélée à la présence d’amibes (Lasheras et al., 2006; Moore et al., 2006). 
 
La réplication extracellulaire de L. pneumophila au sein du biofilm est encore controversée 
(Declerck, 2009). Cependant, de nombreuses études offrent des arguments en faveur de ce 
phénomène.  
Le biofilm est un écosystème au sein duquel les micro-organismes créent des interactions 
métaboliques (Donlan, 2002). Ainsi, certaines bactéries, dont L. pneumophila, ont la capacité 
de se multiplier grâce aux produits extracellulaires issus d’autres micro-organismes. La 
croissance de L. pneumophila est par exemple favorisée par des cyanobactéries, des algues 
(Tison et al., 1980; Lau et al., 2009) ou par des bactéries comme Flavobacterium breve, 
Pseudomonas spp., Alcaligenes spp., Acinetobacter spp. (Guerrieri et al., 2008; Lau et al., 
2009; Taylor et al., 2009). Les micro-organismes morts ou en décomposition dans le biofilm 
représentent également une source de nutriments. Récemment, Temmerman et al. (2006) ont 
démontré que L. pneumophila était capable de se développer dans de l’eau potable stérile 
contenant des bactéries à Gram négatif inactivées par la chaleur (P. putida, E. coli). Enfin, 
contrairement à d’autres micro-organismes endoparasites obligatoires comme Coxiella 
burnetii ou Chlamydia pneumoniae, L. pneumophila peut se développer sur un milieu de 
culture complexe de manière extracellulaire. Il se pourrait donc que L. pneumophila ait aussi 
la capacité de se multiplier de manière extracellulaire dans l’environnement (Taylor et al., 
2009).  
 
Dans les réseaux d’eau, le biofilm est donc un réservoir important de L. pneumophila, ce qui 
implique des opérations de nettoyage et de désinfection appropriées afin d’éviter toute 
contamination ou prolifération anormale.  
 
II.2.3.3 Pathologie et risque infectieux 
II.2.3.3.1 Pathologie 
Les données épidémiologiques indiquent que Legionella est un micro-organisme opportuniste 
à l’origine de trois formes cliniques : la fièvre de Pontiac, la maladie du Légionnaire et des 
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formes extra-pulmonaires. Une forme asymptomatique a aussi été décrite, dans laquelle la 
sérologie seule est positive. La maladie se déclare le plus souvent après inhalation d’aérosols 
contaminés (Deloge-Abarkan et al., 2007), même si l’infection par la flore oro-pharyngée a 
été parfois suspectée (intubations, noyades (Jarraud et al., 2002)).  
 
La fièvre de Pontiac est une maladie bénigne, sans atteinte pulmonaire. Les patients atteints 
présentent un syndrome pseudo-grippal, accompagné de fortes fièvres, de céphalées, de 
myalgies, de frissons, parfois de vertiges et d’une sensation de malaise général. Le temps 
d’incubation est de 1 à 2 jours et la guérison est spontanée (en 2 à 5 jours), sans séquelle 
(Tossa et al., 2006). La maladie est souvent observée sous forme épidémique, avec un taux 
d’attaque (nombre de malades / nombre de personnes exposées) de 95 % à 100 %.  
 
La maladie du Légionnaire est une maladie à déclaration obligatoire en France et qui 
représente 0,5 à 5 % des pneumopathies communautaires (hôtels, immeubles, spas ou encore 
associées à des émissions extérieures à partir de tours aéroréfrigérantes) et moins de 0,1% des 
infections nosocomiales en 2006 (InVS). Le taux d’attaque lors d’épidémies est faible (de 0,1 
à 0,5 %) et des cas sporadiques peuvent aussi être observés. En 2001, l’incidence de cette 
maladie a été estimée à 1,9 cas pour 100 000 habitants par l’InVS (dont 20% d’origine 
nosocomiale).  
 
La maladie du Légionnaire débute, après une période d’incubation de 2 à 5 jours, par une 
faible toux sèche, des myalgies, une légère fièvre, des symptômes gastro-intestinaux et parfois 
des épisodes de démence ou de confusion. Plus tard, la fièvre devient forte et les patients 
présentent une alvéolite et une bronchiolite. L’atteinte pulmonaire peut être observée par 
radiographie. Les régions infiltrées observées aux rayons X sont typiques d’une pneumopathie 
par Legionella (dont L. pneumophila), mais ne suffisent pas à établir un diagnostic précis. La 
mortalité de la maladie varie de 7 à 24 %, en fonction de l’âge des patients et de leur état 
d’immuno-dépression (Steinert et al., 2002). L’insuffisance respiratoire irréversible et 
l’insuffisance rénale aiguë sont deux complications de la pneumopathie à Legionella (Jarraud 
et al., 2002). Compte tenu des différences importantes de susceptibilité des hôtes et de la 
virulence variable de Legionella, aucune dose infectieuse n’a pu, à ce jour, être déterminée 
avec précision. Toutefois, à l’heure actuelle, des concentrations-seuil acceptables ont été 
définies : les réseaux d’eau chaudes sanitaires doivent présenter des concentrations en L. 
pneumophila inférieures à 1000 UFC/L et les secteurs à risque des établissements de santé 
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ainsi que les établissements thermaux, des concentrations en Legionella dont L. pneumophila 
inférieures au seuil de détection, soit à 50 UFC/L (Abenhaim, 2000; DGS, 2000; Houssin, 
2010).  
 
Il existe également des formes de légionelloses extrapulmonaires, le plus souvent sous forme 
de myocardites, de péricardites, d’endocardites (sur valve prothétique), mais aussi de 
péritonites, de colites nécrosantes ou de pancréatites.  
 
II.2.3.3.1 Épidémiologie de la maladie du Légionnaire 
L’InVS (Institut de Veille Sanitaire) récolte les données de déclaration obligatoire de la 
maladie du Légionnaire. L’analyse de ces données indique que l’incidence de la maladie 
augmente avec l’âge des patients (voir Figure II-6). Il apparaît aussi que les hommes sont plus 
touchés que les femmes, le ratio étant de 3 cas pour 1 (Neil et al., 2008).  
 
Figure II-6. Incidence de la maladie du Légionnaire en fonction de l’âge et du sexe, 
Centre National de Référence des Légionelles (CNR-L, 2008). 
 
Dans 70 % des cas, les patients présentent au moins un facteur de risque. Parmi les facteurs 
définis (Tableau II-10), le tabagisme apparaît comme le plus fréquent (44 % des cas). 
D’autres facteurs sont également en cause : maladie respiratoire, cardiaque, éthylisme, 
immunodéficience.  
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Tableau II-10. Facteurs favorisants parmi les cas survenus en France en 2008 (InVS). 
 Nombre Pourcentage 
Nombre total de cas 1244 100 
Cancer – hémopathies 107 9 
Corticoïdes – 
Immunosupresseurs 
110 9 
Diabète 183 15 
Tabagisme 543 44 
Autre 232 19 
Au moins un facteur 860 69 
 
Une variation du nombre de cas de légionelloses est également observée en fonction des 
saisons, les mois d’été affichant un taux de légionelloses nettement supérieur aux mois 
d’hiver. Cette saisonnalité se retrouve aussi aux États-Unis, bien que l’ouest du pays semble 
faire exception (Neil et al., 2008) (voir Figure II-7). 
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A 
 
B 
 
Figure II-7. A. Nombre de cas en France, en fonction du mois de l’année (moyennes ± 
écarts-types). Les moyennes ont été établies sur les années 2005 à 2008, d’après les 
données de l’InVS résultant de Déclaration Obligatoire. B. Nombre de cas aux États-
Unis en fonction du mois dans 4 régions (moyennes de 1990 à 2005) (Neil et al., 2008). 
 
II.2.3.4 Facteurs de virulence 
Plusieurs modèles d’infections sont à disposition des chercheurs pour étudier les facteurs de 
pathogénicité lié à L. pneumophila. L’animal le plus susceptible à l’infection par L. 
pneumophila est le cochon d’Inde, même si la souris, le rat et le hamster peuvent aussi être 
utilisés. Plus récemment, d’autres modèles ont été privilégiés : Caenorabditis elegans et 
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Drosophila melanogaster (Steinert et al., 2002), dont les génomes sont complètement 
séquencés. In vitro, de nombreuses lignées cellulaires permettent d’observer les aspects 
cellulaires et moléculaires de l’infection : des lignées macrophagiques, comme les U937 
(Rankin et al., 2002) ou les HL60, ou non-macrophagiques, comme les HeLa (Garduno et al., 
1998), Vero ou McCoy (Steinert et al., 2002) et des cellules endothéliales (HUVEC, human 
umbilical vein endothelial cells) (Chiaraviglio et al., 2008). Enfin, plusieurs souches de 
protozaires sont susceptibles d’être colonisées par la bactérie. On peut notamment citer 
Acanthamoeba castellanii (Rowbotham, 1980), Hartmanella vermiformis , Naegleria fowleri, 
Dictyostelium discoideum, un mycétozoaire (Hagele et al., 2000), et Tetrahymena vorax, un 
cilié (Taylor et al., 2009).  
 
Les facteurs de virulence de L. pneumophila sont listés dans le Tableau II-11.  
 
Tableau II-11. Facteurs de virulence de L. pneumophila et rôles possibles  
(Steinert et al., 2002). 
Localisation Facteur de virulence Rôle 
Surface LPS Variation de phases 
virulente/avirulente 
 Protéine MOMP Lie C3 et C3bi du système du 
complément 
Médie la phagocytose de la 
bactérie par liaison des 
récepteurs CR3 et CR1 
(macrophages) 
 Pili de type IV Adhésion aux cellules de 
mammifères et amibiennes 
 Flagelle Augmentation de la 
probabilité de rencontre 
d’une cellule hôte 
 Protéine Mip (Macrophage 
Infectivity Potentiator) 
Survie intracellulaire dans les 
macrophages 
 Protéine de la membrane 
externe de 16kDa  
Adhésine potentielle 
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Sécrétés Protéine Lly (pigment) Favorise la formation d’acide 
homogentisique (HGA) qui 
s’oxyde et se polymérise en 
un pigment « mélanin-like » 
Résistance à la lumière 
 Système de sécrétion de type 
IV (Système Dot-Icm) 
Sécrétion d’effecteurs dans la 
cellule hôte 
 Système de sécrétion  
de type II 
Sécrétion de deux 
phosphatases, une RNAse, 
une zinc-métalloprotéase, des 
mono-, di- et triacylglycérol-
lipases, une 
lysophospholipase A et un p-
nitrophényl 
phosphorylcholine hydrolase 
Autres Gène pmi (protozoa and 
macrophage infectivity) 
 
 Gène mil (macrophage 
infectivity loci) 
Phagocytose 
Reprogrammation de la voie 
endosomale 
 Gène eml (early 
stage macrophage-induced 
locus) 
Phagocytose 
Reprogrammation de la voie 
endosomale 
 Gène enh (enhanced entry) Phagocytose 
Reprogrammation de la voie 
endosomale 
 Systèmes d’acquisition du 
fer : 
 
 Protéine codée par frgA Homologie avec 
l’aérobactine synthase de E. 
coli 
 Légiobactine  
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 Méthyltransférase (codée par 
iraA) 
 
 Transporteur potentiel 
peptidique de fer (codé par 
iraB) 
 
 Système de biogénèse du 
cytochrome c (ccmC) 
 
 Réductases périplasmiques et 
cytoplasmiques de Fe3+ 
 
 Gène de biosynthèse de 
l’hydroxymate 
 
 Sidérophore « pyoverdine-
like » 
 
 
Le lipopolysaccharide (LPS) de L. pneumophila est l’antigène immunogène majeur de la 
bactérie, capable d’activer les voies classiques ou alternatives du complément. Il est à la base 
de la classification par sérotypage (Helbig et al., 1997). Le LPS de L. pneumophila du 
sérogroupe 1 (souche Philadelphia) diffère de celui des autres bactéries à Gram négatif dans la 
composition de son lipide A, constitué d’acides gras à longues chaînes (voir Figure II-8). La 
chaîne O-spécifique est composée d’homopolymères d’acide légionaminique, très 
hydrophobe (Luneberg et al., 1998). Ce LPS présente la particularité de contenir un épitope 
lié à la virulence de la souche (méthylation de l’acide légionaminique) et son expression est 
liée à un plasmide instable, probablement d’origine phagique. Chez une souche sauvage, 
virulente, le plasmide est chromosomique tandis que chez une souche avirulente le plasmide 
est excisé (Luneberg et al., 2001).  
 
 
Figure II-8. Structure du LPS de L. pneumophila sérogroupe 1 (Kooistra et al., 2002). 
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Les autres structures de surface (pili de type IV, MOMP) sont impliquées dans l’adhésion aux 
cellules ou le déplacement (flagelle).  
 
L. pneumophila possède de nombreux systèmes de sécrétion pour le transport de molécules à 
travers la membrane externe : le système de type II, Lsp, le système de type IVB, Icm/Dot, et 
le système de type IVA, Lvh. Deux systèmes putatifs ont également été identifiés : le système 
de type I, Lss et un système de type V, identifié chez la souche Paris (De Buck et al., 2007) : 
 
o Le système de sécrétion de type I est un système permettant le transport de protéines à 
travers les 2 membranes en une seule étape. Pour le moment, aucun substrat n’a été 
identifié.  
 
o Le système de sécrétion de type II de L. pneumophila est impliqué dans la croissance 
et la survie de la bactérie à basse température, dans les amibes et dans les 
macrophages. Les protéines sécrétées sont d’abord transloquées à travers la membrane 
interne puis dans le périplasme. Un pseudopilus pousse ensuite les protéines à travers 
un pore de la membrane externe (sécrétine). Vingt-cinq protéines peuvent être 
sécrétées via ce système, dont des métalloprotéases, des phosphatases, une chitinase 
(DebRoy et al., 2006) et une endoglucanase (Pearce et al., 2009).  
 
o Deux systèmes de sécrétion de type IV co-existent chez L. pneumophila : un système 
de type IVA, le système Lvh (Legionella vir homologues), proche du système Vir de 
Agrobacterium tumefaciens et un système de type IVB, le système Icm/Dot 
(Intracellular multiplication/Defective organelle trafficking). 
 
Le système de type IVA est nécessaire pour l’infection de la cellule hôte ainsi que la 
croissance à 30 °C, ce qui suggère un rôle dans la survie dans l’environnement (De 
Buck et al., 2007). Son rôle dans la pathogénicité des souches de L. pneumophila est 
souligné par l’étude de Samrakandi et al. (2002) qui montre que les gènes lvh sont 
mieux représentés dans les isolats cliniques que chez les souches environnementales. 
 
Le système de sécrétion Icm/Dot joue un rôle primordial dans la virulence de L. 
pneumophila. Composé de 25 gènes, il est impliqué dans des phénomènes variés : 
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phagocytose par les macrophages et formation de pores dans la membrane de la cellule 
hôte pour la translocation de protéines effectrices chez l’hôte. Les protéines effectrices 
permettent l’inhibition de la fusion du phagosome et du lysosome pour former une 
niche de réplication bactérienne. Autour du phagosome sont également recrutés des 
vésicules et le réticulum endoplasmique granuleux de l’hôte via les facteurs sécrétés 
par Icm/Dot. Enfin, certaines protéines sont impliquées dans la libération des bactéries 
puisqu’elles permettent l’induction de l’apoptose dépendante des caspases 3 dans des 
cellules de mammifères et la formation de pores d’« évacuation » (cytolysine) dans la 
membrane des cellules hôtes, après l’étape de réplication (Segal et al., 2005).  
 
Pour terminer, L. pneumophila a d’importants besoins en fer pour sa croissance extra- ou 
intracellulaire, qui lui sert de cofacteurs pour des enzymes, dont une superoxyde dismutase 
(Hickey et al., 1997). Elle dispose donc de nombreux facteurs d’acquisition du fer, comme le 
décrit le Tableau II-11. 
 
II.2.3.5 Sensibilité aux molécules antimicrobiennes 
II.2.3.5.1 Antibiotiques 
Les modèles d’évaluation de la sensibilité de L. pneumophila aux antibiotiques sont peu 
corrélés avec les données épidémiologiques disponibles. Ces modèles permettent en effet de 
mesurer l’effet des antimicrobiens sur des bactéries extracellulaires, alors que lors de 
l’infection, les bactéries sont protégées à l’intérieur des macrophages (Pedro-Botet et al., 
2006). Ce sont donc des antibiotiques capables d’atteindre des CMI intracellulaires 
« efficaces » qui sont à privilégier dans le traitements des légionelloses, notamment les 
macrolides (kétolides et azalides ; bactériostatiques) – inhibiteurs de la synthèse protéique par 
fixation sur la sous-unité 50S ribosomale – et les fluoroquinolones (bactéricides) – inhibiteurs 
de la synthèse d’ADN par fixation sur l’ADN-gyrase. La rifampicine est également utilisable, 
mais jamais en monothérapie.  
 
L’érythromycine a longtemps été le traitement de référence, mais l’azithromycine et la 
clarithromycine, ayant une meilleure activité intracellulaire, sont de plus en plus privilégiées. 
Les fluoroquinolones, dont l’activité intracellulaire est supérieure à celle des macrolides, 
semble permettre une meilleure réponse thérapeutique (Pedro-Botet et al., 2006). 
L’association d’une fluoroquinolone (notamment la lévofloxacine) à un macrolide est utilisée 
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pour le traitement de légionelloses sévères ou touchant des patients immunodéprimés (Jarraud 
et al., 2002).  
 
Aucun mécanisme de résistance spécifique n’a été identifié pour ces antibioques, mais on note 
tout de même des échecs thérapeutiques (Jarraud et al., 2002), le plus souvent liés à 
l’administration tardive du traitement et à la gravité de l’infection. Des sytèmes de résistance 
naturels ont également été décrits, notamment le système AcrA-like / AcrB-like / TolC, 
appartenant à la famille des RND. La mutation de la protéine TolC chez L. pneumophila 
(souche Lens) a permis de caractériser l’origine de résistances à l’érythromycine, la 
novobiocine et la norfloxacine (Ferhat et al., 2009). 
 
II.2.3.5.1 Désinfectants 
La revue de Kim et al. (2002) dresse une liste exhaustive des désinfectants étudiés dans la 
littérature contre une contamination par L. pneumophila. Le Tableau II-12 présente les 
traitements actifs.  
 
Tableau II-12. Désinfectants considérés actifs contre L. pneumophila (Kim et al., 2002). 
Type de désinfectant Désinfectant 
Métaux Cu++ et Ag++ 
Cu++ 
Agents oxydants Chlore 
Brome 
Dioxyde de chlore 
Monochloramine 
BCDMH (Hydantoïne halogénée) 
Ozone 
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Type de désinfectant Désinfectant 
Agents non oxydants Kathon (isothiazolone) 
BIT (isothiazolone) 
PHMB 
DBNPA (amide halogéné) 
Bronopol (glycol halogéné) 
Ammoniums quaternaires 
Glutaraldéhyde 
 
Même si des traitements variés sont disponibles, la littérature décrit de nombreux échecs de 
désinfection qui se caractérisent en général par des recontaminations plus ou moins tardives 
de l’eau du réseau (Thomas et al., 2004). Deux causes principales sont évoquées pour 
expliquer ces échecs.  
 
Comme le décrit le chapitre II.2.3.2.1, L. pneumophila est une bactérie à développement 
intracellulaire qui a la capacité de se multiplier à l’intérieur d’amibes. À l’intérieur de ces 
cellules, les bactéries sont protégées de certains stress, dont certains biocides vis-à-vis 
desquels les amibes sont résistantes. Les bactéries libérées ont, en outre, une résistance 
supérieure aux bactéries cultivées sur géloses : elles sont moins sensibles aux variations de 
températures, de pH, d’osmolarité et à l’exposition aux biocides (Abu Kwaik et al., 1998). 
Les amibes ont pour particularité de s’enkyster lorsque les conditions environnementales sont 
défavorables. Or, L. pneumophila peut persister à l’intérieur des formes enkystées, ce qui lui 
permet de résister à des concentrations en chlore atteignant 50 ppm (Kim et al., 2002).  
 
La deuxième cause évoquée pour expliquer la résistance de L. pneumophila aux traitements 
est la colonisation des biofilms qui se mettent en place dans les réseaux de canalisations 
d’eau. Peu d’études concernent le rôle de biofilms ne contenant pas d’amibes dans la 
protection de la bactérie. Il a tout de même été démontré que des bactéries sessiles sont plus 
de 100 fois plus résistantes à l’iode que des bactéries planctoniques (Kim et al., 2002). De la 
même manière, Cooper et al. (2009) ont observé que des biofilms mono-espèces de L. 
pneumophila formés dans un milieu de culture riche avaient pu continuer à croître malgré un 
choc chloré de 50 ppm pendant 1 h. Comme dans le cas de P. aeruginosa, le biofilm semble 
donc jouer un rôle important dans la persistance de L.pneumophila dans un réseau. 
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L. pneumophila est un bacille à Gram négatif hydrotellurique souvent isolé dans des 
milieux humides naturels et qui colonise également des écosystèmes artificiels tels que les 
réseaux d’eaux, les tours aéroréfrigérantes et les systèmes de climatisation. 
 
Sa capacité à se répliquer à l’intérieur d’unicellulaires phagocytaires dans 
l’environnement (amibes) est très vraisemblablement à l’origine de sa pathogénicité chez 
l’homme (multiplication à l’intérieur des macrophages pulmonaires). L’infection se 
manifeste soit par une fièvre bénigne à guérison spontanée, soit par une pneumopathie 
sévère dont la mortalité varie entre 7 et 24 %. La majorité des facteurs de virulence 
exprimés par cette bactérie sont impliqués dans le développement intracellulaire, 
notamment dans les macrophages pulmonaires.  
 
L. pneumophila est une bactérie à croissance fastidieuse et sa présence fréquente dans les 
réseaux d’eau, milieux oligotrophes est donc difficile à interpréter. La présence d’autres 
micro-organismes (protozoaires ou bactériens), notamment sous forme de biofilms, est 
souvent considérée comme un facteur de prévalence de la bactérie dans les réseaux 
d’eau. D’autre part, la sensibilité de L. pneumophila vis-à-vis de biocides est grandement 
diminuée au sein du biofilm.  
 
Comme pour P. aeruginosa, le biofilm joue donc un rôle clef dans la persistance de L. 
pneumophila dans les réseaux. L’objet du prochain chapitre est de faire l’état des 
connaissances concernant le biofilm afin d’en déduire les moyens disponibles pour 
limiter sa présence dans les réseaux d’EMN.  
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II.2.4 Le biofilm 
II.2.4.1 Définition 
Les biofilms se définissent comme l’association d’une communauté bactérienne à une surface, 
incluse dans une matrice extracellulaire polymérique. Dans la nature, la matrice du biofilm 
renferme la plupart du temps des éléments divers : minéraux, particules d’argile etc. Costerton 
et al. (1995) ont élargi cette définition à des systèmes microbiens non associés à des surfaces, 
des agrégats ou floculats, seulement caractérisés par une adhésion interbactérienne. Le 
biofilm peut adopter des architectures variées (monocouche, microcanaux, microcolonies de 
type « mushrooms »…) qui résultent du type d’espèces microbiennes le colonisant et des 
conditions de culture (milieu environnant, surface, flux…).  
 
Il semblerait que ce mode d’existence particulier soit le mode de croissance prédominant pour 
la plupart des espèces microbiennes (Palmer et al., 2007). Ce fait peut être expliqué par les 
nombreux avantages de ce mode de vie :  
 Disponibilité en nutriments à proximité des surfaces : il a été démontré que les surfaces 
accumulaient de nombreuses molécules organiques et composés minéraux qui servent 
de substrats nutritionnels au développement microbien. Les surfaces elles-mêmes 
peuvent représenter une source de nutriments pour les micro-organismes ; 
 Proximité de différentes cellules de la même espèce ou d’espèces différentes qui 
augmente la probabilité des transferts génétiques horizontaux et la coopération 
cellulaire ; 
 Protection vis-à-vis de conditions environnementales défavorables : l’homéostasie créée 
par les cellules permet aux bactéries de résister à de nombreux stress comme 
l’exposition aux UV, la température, la dessiccation, des concentrations élevées en 
métaux lourds, biocides, ou, dans le cas d’espèces pathogènes, au système immunitaire 
de l’hôte. Il semblerait que la matrice extracellulaire joue un rôle protecteur important.  
 Modifications d’expression génique et donc phénotypiques : ces modifications 
concernent notamment le taux de croissance, la structure pariétale (modification 
d’expression des porines chez les bactéries à Gram négatif…) (Hall-Stoodley et al., 
2004). 
 
L’utilisation de techniques combinant biologie moléculaire et microscopie a permis de mettre 
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en évidence un état physiologique particulier des cellules en biofilm, fondamentalement 
différent du mode de vie planctonique (cellules en suspension dans un milieu, « nageuses ») : 
le biofilm ne représente pas un simple assemblage de cellules déposées sur une surface, mais 
un système dynamique et structuré. Le cycle de mise en place d’un biofilm est représenté par 
3 étapes majeures : l’adhésion des cellules au support, la maturation du biofilm qui 
correspond à la croissance cellulaire et la mise en place d’une architecture particulière avec 
production de la matrice d’exopolymères, puis une phase de détachement cellulaire 
permettant la colonisation de nouvelles surfaces (Figure II-9). Ce cycle de formation sera 
détaillé dans les prochains paragraphes. 
 
 
Figure II-9. Séquence de développement du biofilm en trois phases : étape d’adhésion au 
support, étape de croissance (développement de microcolonies et synthèse de la matrice) 
et étape de détachement des cellules et retour à l’état planctonique. (Center for Biofilm 
Engineering, Bozeman, Montana, ÉU, 2003) 
 
L’importance des biofilms dans les réseaux d’eau est aujourd’hui communément admise. La 
littérature tend à montrer que la croissance de bactéries dans la phase planctonique d’un 
réseau de distribution est négligeable, que cette eau contienne ou non un désinfectant résiduel 
(Block, 1992). En réalité, la majeure partie des micro-organismes en suspension provient de la 
libération de cellules du biofilm. Dans un réseau, le biofilm est à l’origine de nombreux 
problèmes d’ordre sanitaire : 
o Constitution d’une chaîne trophique à partir des micro-organismes adhérés aux 
surfaces pouvant aboutir au développement d’organismes indésirables, comme de 
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petits invertébrés ; 
o Dégradation des paramètres organoleptiques (turbidité, odeur, coloration) ; 
o Dégradation des surfaces d’adhésion par phénomène de biocorrosion ; 
o Libération continue de micro-organismes et notamment de bactéries indicatrices de 
contamination (entérocoques, coliformes, Clostridia), pathogènes opportunistes ou 
non (P. aeruginosa, L. pneumophila, coliformes, Campylobacter sp…) entraînant le 
non-respect des critères de potabilité (Buswell et al., 1998; Borella et al., 2005). 
 
II.2.4.2 Étape d’adhésion 
L’étape d’adhésion peut être divisée en quatre sous-étapes qui sont représentées dans la 
Figure II-10.  
 
Figure II-10. Étapes d’adhésion de bactéries (en rouge) à une surface (S, en bleu). (1) 
Dépôt du film conditionnant (en vert) sur la surface. (2) Les bactéries en mouvement 
sont transférées vers la surface et co-agrégées. (3) Adhésion réversible des bactéries à la 
surface conditionnée par le biais de forces physico-chimiques notamment. (4) Adhésion 
irréversible des bactéries à la surface par la mise en jeu de mécanismes biologiques. 
Adapté de Bos et al. (1999). 
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II.2.4.2.1 Mise en place du film conditionnant 
Tout matériau immergé dans un milieu aqueux devient quasi-immédiatement recouvert de 
polymères provenant de ce milieu (Donlan, 2002). Les molécules polymériques, organiques 
ou inorganiques sont attirées vers les surfaces desquelles elles s’approchent, formant le film 
conditionnant. Ce film se dépose en l’espace de quelques minutes et peut se développer tant 
sur des surfaces biologiques (dents) qu’artificielles (cathéters, réseaux d’eau). Il peut être 
constitué de glycoprotéines, phosphoprotéines, albumines, lipides… 
 
Le film conditionnant est requis pour l’adhésion des bactéries sur une surface (Palmer et al., 
2007). Même si son rôle est parfois discuté (les protéines déposées sur une surface pourraient 
diminuer le nombre de sites d’attachement disponibles pour les bactéries), la majorité des 
auteurs pensent qu’il représente une source de nutriments non négligeable pour les micro-
organismes qui auraient donc tendance à se rapprocher des surfaces par chimiotactisme pour 
exploiter cette ressource. D’autre part, ces molécules adsorbées peuvent modifier les 
propriétés physico-chimiques de la surface (charge électrique, hydrophobicité), favorisant 
ainsi l’adhésion bactérienne. 
 
II.2.4.2.2 Transfert des bactéries vers le support 
Le transfert des bactéries vers le support fait intervenir des phénomènes de nature physico-
chimique et biologique.  
 
Les facteurs physiques sont représentés par : 
 les mouvements browniens ou transport diffusif ; 
 la sédimentation, qui se produit par différence de gravité entre la bactérie et le 
fluide dans laquelle elle se trouve ; 
 le transport convectif, dû à l’écoulement. Le transport convectif semble être 
particulièrement important pour l’attachement des bactéries. Un régime 
d’écoulement turbulent favoriserait l’adhésion en augmentant la probabilité de la 
rencontre entre la bactérie et une surface. 
 
La chimiotaxie est le facteur biologique prédominant dans la phase de transfert des bactéries 
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vers leur support. Ce système permet à la bactérie de reconnaître dans son environnement des 
substances chimiques attractives (nutriments par exemple) ou répulsives et d’orienter son 
déplacement sur de courtes distances. Dans un premier temps, les substances attractives ou 
répulsives se lient à des chimiorécepteurs à la surface des bactéries. Un système à 2 
composants (une histidine-kinase, CheA, et un régulateur, CheY), universel à toutes les 
bactéries, permet ensuite la transduction du signal notamment vers le moteur flagellaire. 
L’activité flagellaire est ainsi modifiée (changement du sens de rotation du flagelle par 
exemple) de manière à orienter le déplacement bactérien vers les zones favorables (Pratt et 
al., 1998). Ce phénomène a été confirmé par l’étude de O’Toole et Kolter (1998). Les auteurs 
ont constaté qu’un mutant non-motile de P. aeruginosa (PA14), doté d’un flagelle incomplet, 
était incapable de former une couche de cellules sur PVC, en milieu minimum (M63 
supplémenté en glucose et casamino-acides), contrairement à la souche sauvage non mutée. 
Les auteurs imputent cette déficience à l’incapacité de la souche à se déplacer vers le support. 
 
II.2.4.2.3 Adhésion réversible 
L’étape d’adhésion réversible résulte de l’interaction entre les bactéries et un substrat solide 
pour des distances globalement inférieures à 50 nm. Durant cette étape préliminaire de la 
formation du biofilm, les bactéries subissent toujours des mouvements browniens et sont 
facilement détachables, « éloignables », par exemple par des forces de cisaillement induites 
par la circulation d’un fluide. C’est d’ailleurs ce dernier paramètre qui permet de différencier 
la phase d’adhésion réversible de la phase d’adhésion irréversible. En phase d’adhésion 
irréversible, les forces nécessaires au détachement des cellules sont plus importantes 
(grattage, nettoyages chimiques, ultrasons) (Palmer et al., 2007). 
 
Plusieurs approches physico-chimiques ont été utilisées pour décrire la phase d’adhésion 
réversible des bactéries à une surface, ou de bactéries entre elles. 
 
 La théorie DLVO classique (de Derjaguin, Landau, Verwey, et Overbeek) est une théorie 
issue de la physique, concernant la stabilité des colloïdes, qui a été transposée pour 
expliquer l’adhésion de bactéries aux surfaces. Cette théorie décrit l’équilibre entre les 
forces de Lifshitz-van der Waals (attractives) et les forces électrostatiques (attractives ou 
répulsives) d’un système. Dans le cas d’un système d’interaction micro-organisme/substrat 
solide/liquide, ces forces sont représentées par les potentiels de surface zêta (ζ) des 
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bactéries ou des substrats auxquels elles adhèrent. Elle peut être représentée par 
l’équation : 
GTOT = GLW + GEL 
 où GTOT est l’énergie d’interaction totale,  
 GLW l’énergie d’interaction des forces de Lifshitz-van der Waals et  
 GEL l’énergie d’interaction des forces électrostatiques (Bos et al., 1999). 
 
Les interactions électrostatiques peuvent varier en fonction de la force ionique d’un milieu. 
Ainsi, la présence de cations (surfaces cellulaires, supports) favorise l’étape d’adhésion entre 
surfaces chargées négativement (Hermansson, 1999). 
 
 Dans l’approche thermodynamique, les énergies libres de surface de tous les éléments du 
système (bactéries / substrat solide / liquide, Figure II-11) interviennent selon l’équation 
suivante : 
 ΔGadh = γ sm - γ sl - γml 
 où γsm est l’énergie libre substrat-micro-organisme,  
 γsl l’énergie libre substrat-liquide et  
 γml l’énergie libre micro-organisme-liquide.  
 
Figure II-11. Système d’interaction  
micro-organisme (M) / substrat solide (S) / liquide (L) (Bos et al., 1999). 
 
Les énergies libres se calculent selon les angles de contact (donc l’hydrophobicité des 
surfaces). Comme tout système, le système des surfaces en interaction évolue dans le but 
d’atteindre une énergie libre minimale. Ainsi, selon cette théorie, l’adhésion microbienne est 
favorisée lorsque ΔGadh < 0. Toutefois, cette approche néglige les forces d’interactions 
électrostatiques (Bos et al., 1999).  
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 Plus récemment, la théorie DLVO étendue a été développée (VanOss et al., 1986). Plus 
complète que les 2 premières théories, elle prend en compte les interactions de Lifshitz-van 
der Waals, des interactions électrostatiques, des interactions acides-bases de Lewis, et du 
mouvement brownien. Cette théorie peut être considérée comme une combinaison des 
théories thermodynamique et DLVO classique. D’autres interactions, comme les 
interactions stériques, peuvent également être prises en compte pour modéliser l’adhésion 
des cellules à une surface.  
 
Malgré l’intérêt évident de ces théories pour la compréhension des mécanismes d’adhésion, il 
est nécessaire de rappeler que ces approches sont des modèles physico-chimiques, adaptés à 
l’étude de l’adsorption de particules colloïdales inertes et bien définies (formes, charges, etc.). 
L’adhésion de cellules bactériennes, du domaine du vivant, fait également intervenir des 
paramètres biologiques (pili, polysaccharides, flagelles) qui ne sont pas pris en compte par ces 
théories (Hermansson, 1999). 
 
D’autre part, ces modèles prennent l’hypothèse d’une surface microbienne uniforme. Or les 
propriétés physico-chimiques d’une surface cellulaire varient localement. Par exemple, 
lorsque des cellules de Caulobacter maris sont mises en présence de microsphères 
hydrophobes, ces microsphères adhèrent seulement à la partie distale du pédicule (extension 
de la cellule impliquée dans l’adhésion) et au flagelle, seules zones hydrophobes de la surface 
cellulaire. 
 
II.2.4.2.4 Adhésion irréversible 
Cette dernière étape de l’adhésion correspond à l’ancrage des bactéries sur la surface 
colonisée et se met en place sur de courtes distances (1 à 1,5 nm, Figure II-10). Des systèmes 
de liaisons moléculaires de faible énergie, mais nombreux, entrent en jeu dans ce processus et 
font intervenir des molécules produites par les bactéries elles-mêmes. L’étude de la transition 
entre la phase d’adhésion réversible et la phase d’adhésion irréversible chez différentes 
bactéries révèle l’existence de plusieurs étapes.  
 
Dans un premier temps, la proximité d’une surface est perçue par la bactérie. Chez Vibrio 
cholerae par exemple, c’est un changement du potentiel de membrane (Δψ) qui induit le 
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passage entre la phase d’adhésion réversible et la phase d’adhésion irréversible. Chez cette 
bactérie, le moteur flagellaire, actif en phase planctonique, devient inactif lorsque la bactérie 
est attachée à une surface (en 2 points au moins : le flagelle et le corps de la cellule par 
exemple). Le flux d’ions à travers le moteur flagellaire est alors stoppé, entraînant une 
augmentation du potentiel membranaire (accumulation d’ions à la surface de la cellule). Cette 
hyperpolarisation de la membrane représenterait un signal pour la bactérie, lui indiquant la 
proximité d’une surface (Van Dellen et al., 2008) et conduirait à l’adhésion permanente. 
 
Dans un second temps, la synthèse de certains facteurs cellulaires est induite. Les espèces 
Vibrio parahemolyticus, Aeromonas spp., Rhodospirillum centenum et Azospirillum 
brasilense expriment des flagelles secondaires latéraux, en plus de leur flagelle polaire, dont 
l’expression est induite seulement à proximité d’une surface (ou en milieu visqueux) (Merino 
et al., 2006). Chez P. putida, une étude protéomique a montré que les gènes de biosynthèse de 
polysaccharides ou lipopolysaccharides, ainsi que des gènes impliqués dans la synthèse de 
fimbriae, sont induits lors des étapes précoces de formation du biofilm (Sauer et al., 2001).  
 
Chez P. aeruginosa, la protéine SadB joue un rôle primordial dans l’adhésion irréversible. 
Une mutation au niveau de cette protéine bloque le passage de la phase d’adhésion réversible 
à la phase d’adhésion irréversible. Caiazza et al. (2007) ont montré que la protéine SadB 
augmente la production de polysaccharides Pel et diminue le taux de changements de rotation 
flagellaire (entraînant la motilité par « swarming », ou déplacement sur une surface), 
favorisant ainsi l’adhésion irréversible.  
 
L’étape d’adhésion irréversible peut également dépendre de facteurs préexistants chez la 
bactérie, comme les flagelles et les pili. Chez E. coli par exemple, l’adhésion bactérienne est 
dépendante de la présence de pili particuliers, nommés curli (Saldana et al., 2009).  
 
II.2.4.3 Prolifération et architecture du biofilm 
Il s’agit de la deuxième étape de la formation du biofilm, au cours de laquelle les bactéries 
colonisent la surface à leur disposition. Une fois fixées, les bactéries modifient 
fondamentalement leur comportement, via, notamment un second messager, c-di-GMP (di-
GMP cyclique), qui a la capacité d’activer ou de réprimer l’expression de gènes lorsque la 
bactérie se trouve à proximité d’une surface (augmentation de la production de 
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polysaccharides, diminution de la synthèse du flagelle, etc.).  
Au cours de cette étape, les bactéries se multiplient sous forme adhérée, conduisant à la 
formation de microcolonies. La mise en place de la structure du biofilm est décrite dans les 
paragraphes suivants.  
 
II.2.4.3.1 Architecture du biofilm et technique d’analyse 
L’étude de la formation de microcolonies et de la structuration spatiale du biofilm s’est 
développée au cours des dernières années avec l’évolution des techniques de microscopie, et 
notamment de la microscopie confocale (Massol-Deya et al., 1995; Davies et al., 1998; 
Allesen-Holm et al., 2006). Comparée à un microscope classique, la microscopie confocale 
permet une focalisation sur une épaisseur très fine (point focal), de l’ordre de 0,5 à 0,7 µm 
selon les microscopes (contre ≈ 10 µm pour un microscope classique). Le balayage de l’objet 
observé à différentes profondeurs aboutit à des coupes virtuelles de l’échantillon. L’analyse 
de ces coupes permet la reconstitution de structures en trois dimensions. De plus, de 
nombreux marqueurs cellulaires fluorescents sont aujourd’hui disponibles. En plus des 
marqueurs aspécifiques (intercalants des acides nucléiques comme les marqueurs de type 
Syto, Acridine Orange, etc.), certaines méthodes permettent de détecter spécifiquement des 
micro-organismes : technique FISH (Declerck et al., 2009), immunofluorescence, micro-
organismes exprimant des protéines fluorescentes (Green Fluorescent Protein, Cyan 
Fluorescent Protein etc.). D’autres outils permettent de visualiser des produits du métabolisme 
bactérien sécrétés (polysaccharides, protéines, ADN…) pour visualiser la matrice du biofilm, 
ou l’activité d’une population de bactéries à l’intérieur d’un biofilm (activité respiratoire 
détectée par le XTT (Sule et al., 2009), détection de l’activité estérasique). 
 
La formation des microcolonies du biofilm passe d’abord par la multiplication clonale des 
cellules, comme le montre l’étude de Klausen et al. (2003). En incubant une proportion égale 
de P. aeruginosa exprimant la Cyan Fluorescent Protein (CFP) et de P. aeruginosa exprimant 
la Yellow Fluorescent Protein (YFP), on constate, dans un premier temps, le développement 
de microcolonies soit jaunes, soit bleues (Figure II-12) dans des biofilms jeunes, ce qui 
témoigne d’une multiplication orientée des cellules marquées par la CFP ou par l’YFP.  
 
Par contre, l’observation de biofilms matures (4 jours) fait apparaître un mélange de bactéries 
marquées par la CFP ou l’YFP. Ce phénomène intervient après la multiplication clonale, 
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lorsque l’accès aux nutriments devient limité à l’intérieur d’une microcolonie. Les bactéries 
se déplacent alors en utilisant la motilité de surface, par le biais des pili de type IV, comme 
l’ont montré O’Toole & Kolter (1998) chez P. aeruginosa, pour coloniser les autres espaces 
disponibles sur un substrat ou de nouvelles microcolonies.  
 
 
Figure II-12. Biofilm de P. aeruginosa (PAO1) cultivé en milieu minéral minimum, 
supplémenté en citrate (10 mM). A. Biofilm de 1 jour. B. Biofilm de 4 jours. En bleu, 
P.aeruginosa marqué par la CFP, en jaune, bactéries marquées par l’YFP (Klausen et 
al., 2003). Échelle = 20 µm. 
 
Pour maintenir un bon état physiologique des cellules du biofilm, des vides, ou canaux, 
doivent être ménagés autour des microcolonies. Ces canaux permettent la circulation de 
nutriments mais également d’eau et d’oxygène et jouent également un rôle dans l’élimination 
des sous-produits du métabolisme dont l’accumulation pourrait être nocive pour les bactéries 
(Donlan, 2002) (Figure II-13).  
B 
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Figure II-13. Micrographie obtenue par microscopie confocale d’un biofilm multi-
espèces (isolées d’un aquifère profond) développé sur une particule de charbon activé, 
en milieu contenant du toluène. Échelle = 500 µm. (Massol-Deya et al., 1995) 
 
L’utilisation de la microscopie confocale en temps réel a également permis à Stoodley et al. 
(1994) d’observer la circulation de microparticules de latex fluorescentes au sein de ces 
microcanaux, démontrant ainsi la présence d’un flux à l’intérieur des canaux. 
 
II.2.4.3.2 Matrice d’exopolymères 
La matrice est un élément crucial du biofilm. Principalement synthétisée par les bactéries, elle 
joue un rôle d’échafaudage pour le maintien de la structure du biofilm, mais également un 
rôle protecteur pour les cellules, limitant la pénétration de molécules antimicrobiennes par 
exemple. Plusieurs éléments interviennent dans sa composition : les polysaccharides et les 
protéines, composants majoritaires, mais aussi de l’ADN extracellulaire. 
 
II.2.4.3.2.1 Polysaccharides 
Les polysaccharides sont des éléments importants de la matrice du biofilm. Dans certains 
biofilms, ils peuvent représenter 50 à 90 % de la matière organique (Vu et al., 2009). Chez les 
bactéries à Gram négatif, les polysaccharides sont constitués essentiellement de molécules 
neutres ou polyanioniques, dont la charge est due aux acides uroniques ou aux pyruvates. 
Seuls quelques polysaccharides de nature polycationique ont été observés chez des bactéries à 
Gram positif. 
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La nature des polysaccharides varie selon les espèces considérées. Gluconacetobacter xylinus 
est par exemple connu pour sa production de cellulose extracellulaire. Ce polysaccharide joue 
également un rôle très important dans la formation de la matrice de biofilms à Salmonella 
typhimurium ou à E. coli.  
 
La poly-β(1,6)-N-acétyl-D-glucosamine (PNAG) est un exopolysaccharide impliqué dans la 
cohésion du biofilm chez de nombreuses espèces à Gram négatif (E. coli, Yersinia pestis, 
Pseudomonas fluorescens, Bordetella spp., Xenorhabdus nematophila, Aggregatibacter 
actinomycetemcomitans et Actinobacillus pleuropneumoniae), mais aussi à Gram positif 
(Staphylococcus aureus et Staphylococcus epidermidis) (Ganeshnarayan et al., 2009). La 
PNAG constitue ainsi une nouvelle cible pour la maîtrise et l’élimination de biofilms: Lu et 
Collins (2007) ont par exemple modifié un phage T7 (infectant normalement E. coli) afin 
qu’il exprime DspB (dispersine B), une enzyme dégradant la PNAG. Ce phage synthétique 
permet alors d’éliminer 3,8 log d’UFC d’un biofilm de E.coli contre 1,8 log d’UFC pour un 
phage T7 sauvage. 
 
Une espèce bactérienne donnée est capable de synthétiser plusieurs polysaccharides pour la 
« construction » de la matrice du biofilm. P. aeruginosa est un bon exemple puisque qu’il 
synthétise au moins trois types d’exopolysaccharides, les Psl, les Pel et les alginates, 
impliqués dans le maintien de la structure du biofilm. L’importance de ces polysaccharides 
varie en fonction des souches étudiées et des conditions de culture.  
 
o Les Psl sont des polysaccharides synthétisés à partir du locus « Polysaccharide 
Synthesis Locus », un opéron de 15 gènes. Ils sont principalement composés de 
mannose, galactose, rhamnose et glucose (Byrd et al., 2009) et jouent un rôle 
important dans l’adhésion (intercellulaire et surfacique) et dans la structuration du 
biofilm. Ma et al. (2009) ont pu démontrer, en utilisant un marquage des Psl par une 
lectine (MOA, Marasmium oreades agglutinin) puis observations en microscopie 
confocale, que les Psl étaient ancrés à la surface des bactéries en un motif hélicoïdal 
afin de favoriser l’adhésion des cellules aux surfaces et entre elles. En effet, lorsque 
ces bactéries sont incubées en présence de cellulase (enzyme hydrolysant Psl), la 
biomasse fixée après 20 h est déstructurée et représente seulement 1 % de la biomasse 
d’un biofilm incubé sans cellulase. Des polysaccharides Psl ont pu être observés dans 
des biofilms âgés de 20 h, dans des zones non colonisées, ce qui pourrait indiquer 
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qu’ils sont parfois libérés de la surface bactérienne pour favoriser l’adhésion ultérieure 
aux surfaces.  
 
o En milieu liquide, P. aeruginosa a la capacité de former des biofilms à l’interface air-
liquide, aussi nommés pellicules. En étudiant les mutants d’une librairie de 
transposons de la souche PA14 incapables de former une pellicule à l’interface air-
liquide, les chercheurs ont identifié un cluster de 7 gènes (pel A-G), permettant la 
synthèse de polysaccharides Pel, hydrophobes et riches en glucose. Moins étudiés que 
les Psl, leur rôle a tout de même été établi au niveau de la phase d’attachement des 
cellules à leur support. Ils sont également impliqués dans la maintenance de 
l’architecture du biofilm mature (Ryder et al., 2007). 
 
o Enfin, le polysaccharide le plus étudié chez P. aeruginosa est l’alginate. Il consiste en 
une association d’acide uronique, d’acide mannuronique et d’acide guluronique et son 
expression est particulièrement importante chez les souches mucoïdes. L’alginate est 
chargé négativement, ce qui lui permet de lier les cations, notamment le calcium, qui 
sert de pont entre les différents polymères d’alginate. Il s’agit donc d’un 
polysaccharide particulièrement important pour le maintien de la structure du biofilm 
(Parsek et al., 2008).  
 
Les biofilms de l’environnement, formés de plusieurs espèces, sont capables de synthétiser 
des polysaccharides variés venant complexifier la composition de la matrice. Récemment, de 
nombreuses techniques de microscopie ont permis de les visualiser in situ. Par exemple, en 
remplaçant les réactifs classiques de déshydratation par de l’éthylène glycol et du 1,2-
pentanediol et en augmentant le contraste produit par le marquage des polysaccharides, Reese 
et al. (2007), ont pu observer par microscopie électronique, des polysaccharides 
extracellulaires de biofilms formés sur des disques d’émail dentaire. Cette méthode ne donne 
cependant pas d’indication sur la nature ou la composition de ces polysaccharides.  
 
La technique la plus utilisée à l’heure actuelle pour visualiser ces exopolysaccharides in situ 
est le marquage par des lectines couplées à un fluorochrome, et observées en microscopie 
confocale. Grâce à des lectines présentant des affinités pour différents glycoconjugués, 
Lawrence et al. (2007) ont ainsi pu visualiser des microdomaines dans des biofilms produits 
en réacteurs annulaires à partir de souches issues de rivières (Figure II-14). Les auteurs ont 
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ainsi pu constater que la couche de polysaccharides la plus proche de la surface bactérienne 
contenait essentiellement des résidus galactose, glucose, mannose, de N-acétyl-glucosamine et 
des glycoprotéines ; la couche de polysaccharides intercellulaire présente des affinités pour 
les lectines liant spécifiquement le fucose, le mannose et le glucose ; enfin, la couche externe 
lie principalement des lectines ayant des affinités pour le fucose, le galactose, l’acétyl-
glucosamine et ses polymères. 
 
 
Figure II-14. Microcolonie d’un biofilm marquée par les lectines de Triticum vulgaris (en 
rouge), Tetragonolobus purpureas (en bleu), Arachis hypogeae (en vert), faisant 
apparaître plusieurs microdomaines dans la matrice polysaccharidique  
(Lawrence et al., 2007). 
 
II.2.4.3.2.2 Protéines - Adhésines 
De nombreuses protéines sont impliquées dans la formation de la matrice du biofilm.  
Parmi les structures bactériennes de surface importantes dans l’adhésion et la cohésion du 
biofilm se trouvent les adhésines protéiques, qui regroupent différents fimbriae et des 
structures non-fimbriae (Latasa et al., 2006) dont des structures de type fibrilles curli 
produites par E. coli (Olsen et al., 1989). 
 
Les protéines de type Bap (ou Biofilm Associated Proteins) sont des protéines de la surface 
cellulaire qui ont été identifiées grâce au criblage d’une banque de mutants de Staphylococcus 
aureus, incapables de former un biofilm sur polystyrène. Le gène bap a, par ailleurs, été 
identifié chez d’autres espèces bactériennes à Gram positif (S. epidermidis, S. chromogenes, 
S. xylosus, S. simulans, S. hycus, Enterococcus faecium, Enterococcus faecalis), mais aussi à 
Gram négatif (P. putida, Salmonella enteritidis, Burkholderia cepacia, P. fluorescens, E. coli, 
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Vibrio parahaemolyticus) (Latasa et al., 2006). Chez S. aureus, cette protéine est impliquée 
dans l’adhésion initiale au support, mais augmente également la cohésion du biofilm par sa 
capacité à lier la PNAG. 
 
Les curli sont des structures protéiques dont la longueur varie de 0,1 à 10 µm et la largeur de 
4 à 12 nm. Ils sont principalement constitués de la protéine csgA, assemblée en une structure 
tertiaire de type fibrille, riche en feuillets ß (Hammar et al., 1995). Ce mode d’assemblage est 
typique des protéines fibrillaires, quelle que soit leur composition ou leur origine (exemple : 
protéines amyloïdes impliquées dans les maladies neurodégénératives, Pan et al., 1993). Peu 
après la découverte de curli chez E. coli, des adhésines à structure amyloïde ont été décrites 
chez d’autres Enterobacteriaceae (Salmonella typhimurium, Citrobacter spp. et Enterobacter 
sakazaki) (Collinson et al., 1993; Zogaj et al., 2003) , mais également chez des bactéries à 
Gram positif (Streptomyces coelicolor), les chaplines, ou encore chez les fungi (Gebbink et 
al., 2005), les hydrophobines. La détection d’adhésines amyloïdes sur des cultures 
bactériennes pures est basée sur la liaison du rouge Congo aux feuillets ß des protéines. Les 
bactéries produisant des adhésines amyloïdes sont facilement identifiées par la production de 
colonies rouges lorsqu’elles se développent sur gélose contenant du Rouge Congo (Collinson 
et al., 1993).  
 
Chez P. aeruginosa, les pili de type IV sont impliqués dans l’architecture du biofilm. O’Toole 
et Kolter (1998) ont montré qu’un mutant de P. aeruginosa (souche PA14), était incapable de 
former les microcolonies typiques du biofilm formé par la souche sauvage. Plus tard, Klausen 
et al. (2003) ont montré que ces pili jouaient un rôle via la motilité par « twitching » des 
bactéries, qui permet une colonisation plus efficace de la surface (voir page 68). 
 
L. pneumophila exprime également à sa surface plusieurs types de pili, notamment des pili de 
type IV (Liles et al., 1998; Stone et al., 1998). Chez une souche dont le gène pilEL (codant 
pour la piline de type IV) est muté, l’adhésion aux cellules humaines épithéliales et 
macrophagiques est diminuée de 50 % par rapport à la souche sauvage. Partant de ce constat, 
Lucas et al. (2006) ont émis l’hypothèse d’un rôle des pili de type IV dans l’adhésion aux 
biofilms. Cependant, ces auteurs n’ont pas observé de différence significative de colonisation 
de biofilms (contenant P. aeruginosa, Klebsiella pneumoniae et Flavobacterium spp.) par les 
souches sauvage ou mutée pour le gène pilE. 
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II.2.4.3.2.3 DNA 
En étudiant des biofilms de P. aeruginosa, Witchurch et al. (2002) ont pu mettre en évidence 
le rôle capital de l’ADN dans le maintien de la structure du biofilm. Dans cet article, les 
auteurs ont cultivé P. aeruginosa en milieu minimum, adapté à la croissance du biofilm. Un 
traitement à la DNase a été appliqué après 12, 36, 60 et 84 h. Les observations par 
microscopie confocale montrent qu’après traitement, des biofilms âgés de 12, 36, 60 h sont 
dissous par l’ajout de DNase, ce qui démontre l’importance de l’ADN dans la matrice. A 
contrario, des biofilms de 84 h ne sont pas affectés par la présence de DNase dans le milieu 
de culture, ce qui tend à montrer que d’autres composants que l’ADN interviennent 
tardivement dans le maintien de la structure du biofilm. La présence d’ADN dans les biofilms 
a également été démontrée chez d’autres espèces, dont des bactéries à Gram positif (Izano et 
al., 2008; Mann et al., 2009). 
 
Chez P. aeruginosa, Allesen-Holm et al. (2006) ont montré que l’ADN du biofilm était 
similaire à l’ADN génomique de la bactérie, et donc qu’il est issu de la lyse d’une sous-
population de cellules du biofilm. Toutefois, sa libération est médiée par les signaux du 
Quorum Sensing (voir II.2.4.3.3) et sa localisation à l’intérieur des microcolonies est 
spécifique, ce qui suggère une fonction essentielle au niveau de la matrice (Figure II-15).  
 
 
Figure II-15. Section optique à travers un biofilm de P. aeruginosa (PAO1) de 6 jours 
exprimant la GFP (en vert). L’ADN apparaît en rouge (marquage au DDAO) à 
l’intérieur des microcolonies (Allesen-Holm et al., 2006). Échelle non précisée. 
 
II.2.4.3.3 Quorum sensing 
En tant que communauté microbienne, le biofilm représente un lieu où les bactéries 
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interagissent et pour ce faire, communiquent entre elles. Le phénomène de comportement 
communautaire, ou Quorum Sensing (QS), a été décrit pour la première fois chez l’espèce 
Vibrio fischeri, chez laquelle une substance diffusible (une acyl-homosérine lactone ou AHL) 
produite par les cellules elles-mêmes permet d’induire leur fluorescence. Ce mécanisme est 
lié à l’accroissement de la densité de la population bactérienne, qui conduit à l’augmentation 
de la concentration d’une molécule signal dans l’environnement extracellulaire. Quand la 
concentration en molécule signal atteint un niveau seuil, une cascade de transduction du 
signal est activée et induit l’expression, ou la répression, de gène cibles. Ce phénomène 
conduit donc à la modification coordonnée du comportement de toute une communauté 
bactérienne, appartenant ou non à la même espèce (Atkinson et al., 2009). 
 
Deux systèmes principaux de QS existent chez les bactéries, basés sur les différences du 
récepteur au signal : le système médié par les AHL, chez les bactéries à Gram négatif, et le 
système LuxR, système de transduction du signal retrouvé chez les bactéries à Gram positif 
(Staphylococcus aureus notamment) et quelques bactéries à Gram négatif (Vibrio harveyi et 
Ralstonia solanacearum), médié par des peptides auto-inducteurs (AIP) (Zhang et al., 2004). 
 
A      B 
  
Figure II-16. A. Système de Quorum Sensing de type LuxR. La protéine LuxI (I) 
catalyse la production d’AHL. L’augmentation du nombre de bactéries provoque 
l’augmentation de la quantité d’AHL extracellulaire. La liaison de l’AHL au récepteur 
du signal (R) forme un complexe agissant comme un facteur de transcription. B. 
Système de Quorum Sensing AIP à 2 composants. Les signaux de Quorum Sensing sont 
détectés par un récepteur membranaire histidine-kinase et l’information est transférée 
aux gènes cibles par phosphorylation du régulateur de réponse (RR) (Zhang et al., 
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2004). 
 
Le QS est impliqué dans de nombreux phénomènes, comme la luminescence, la production 
d’antibiotiques, le transfert de plasmides, la motilité, la virulence mais aussi la formation de 
biofilms. 
L’implication du QS dans la formation du biofilm a été mise en évidence pour la première 
fois chez P. aeruginosa par Davies et al. (1998). En mutant le gène lasI, responsable de la 
synthèse de la N-(3-oxododecanoyl)-L-homosérine lactone (3OC12-HSL) chez la souche 
PAO1 de P. aeruginosa, les auteurs ont constaté une nette différence de structure entre le 
biofilm formé par la souche mutée (plat, 20 µm d’épaisseur) et la souche sauvage (formant 
des amas jusqu’à 80 µm de hauteur). D’autre part, la souche mutée perd sa résistance au SDS. 
 
II.2.4.4 Détachement 
Malgré les nombreux bénéfices que les bactéries tirent de l’état biofilm, le détachement de 
cellules est nécessaire, notamment pour la colonisation de nouvelles surfaces ou lorsque les 
nutriments arrivent à épuisement. Les données concernant l’étape de détachement des cellules 
ou d’agrégats de cellules sont encore partielles. Toutefois, Donlan (2002) évoque plusieurs 
paramètres intervenant dans cette phase : des phénomènes physiques d’une part, et 
biologiques d’autre part.  
Si le détachement de « cellules filles » à partir de cellules en division dans le biofilm a été 
décrit, il semblerait que les forces physiques jouent un grand rôle dans la libération des 
cellules. Dans un réseau d’eau, le biofilm subit des forces de frottement ou de cisaillement, 
induites par la circulation du fluide qui, au-delà d’un certain seuil, peuvent induire plusieurs 
types de détachement :  
o l’érosion, qui décroche régulièrement de petites portions du biofilm ; 
o « l’écaillement », détachement massif et rapide de gros agrégats ; 
o l’abrasion, qui résulte de la collision de particules en suspension dans le fluide avec le 
biofilm (Donlan, 2002). 
 
Le détachement de cellules du biofilm chez P. aeuginosa est aussi régulé par des mécanismes 
biologiques comme l’expression d’enzymes dégradant la matrice, la lyse d’une certaine sous 
population de cellules ou l’activation d’un prophage (Barraud et al., 2006). Plus récemment, 
Boles et al. (2008) ont mis en évidence le fait que des cellules de biofilm de S. aureus sont 
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libérées du biofilm grâce à des protéases dont l’expression est régulée par les signaux du QS 
(AIP). 
 
Le détachement de cellules après ajout de surfactants, les rhamnolipides, a été décrit par Boles 
et al. (2005). Les surfactants sont des glycolipides amphipatiques qui ont la capacité 
d’interagir avec des surfaces et diminuent les interactions adhésives. La présence de 
rhamnolipides dans le milieu de culture augmente significativement la libération des cellules 
du biofilm, par creusement des microcolonies (Figure II-9). Chez P. aeruginosa, les gènes de 
biosynthèse des rhamnolipides sont régulés par le QS ou bien par un manque de nutriments 
(azote, phosphate, magnésium, calcium, potassium, sodium, fer et éléments traces). Des stress 
oxydatifs (ion superoxyde, peroxyde d’hydrogène, radical hydroxyde) ou nitrosatifs (oxyde 
nitrique, peroxynitrite, acide nitreux, trioxyde d’azote) permettent également l’induction de la 
lyse et la dispersion des cellules du biofilm (Barraud et al., 2006).  
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Le biofilm est une structure complexe, formée par des bactéries adhérées sur une 
surface. La croissance bactérienne sessile, accompagnée de la production de polymères 
extracellulaires, conduit à la formation d’agrégats cellulaires et obéit à une séquence 
particulière.  
 
Dans un premier temps, le transfert de bactéries vers la surface est suivi de la mise en 
place de liaisons d’origine physico-chimiques ou biologiques. Cette étape constitue les 
phases d’adhésion réversible puis irréversible.  
 
La croissance des bactéries à l’intérieur des microcolonies, rapidement suivie de la 
synthèse d’une matrice extracellulaire, permet la formation d’une structure résistante, 
notamment vis-à-vis de conditions défavorables (stress, variations de pH, 
d’osmolarité...) et de la présence de biocides.  
 
Enfin, la libération de cellules du biofilm permet la colonisation de nouvelles surfaces 
par les bactéries et marque le début d’un nouveau cycle de développement. Cette étape a 
également des conséquences importantes dans la dégradation de la qualité sanitaire 
d’une eau, via le relargage de pathogènes potentiels dans les réseaux.  
 
Cette séquence de formation nous permet à présent de dégager les principaux moyens 
mis en œuvre dans les réseaux d’eau, et plus particulièrement les réseaux d’EMN, pour 
freiner le développement du biofilm et donc la contamination microbiologique d’une 
eau. 
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II.3 Moyens de maîtrise de la qualité microbiologique de 
l’EMN dans les établissements thermaux 
La qualité de l'eau distribuée aux points d'usage d’un établissement thermal dépend 
étroitement de la qualité sanitaire du réseau d’EMN. Comme nous l’avons déjà vu, l’absence 
ou le mauvais entretien d’un réseau d’eau conduit à l’adhésion de bactéries et au 
développement d’un biofilm sur les canalisations pouvant héberger des pathogènes potentiels 
tels que P. aeruginosa ou L. pneumophila. Pour empêcher le développement du biofilm, il est 
possible d’agir sur les différentes étapes de son développement : 
 
o Actions sur la phase d’adhésion : limitation de l’entrée de micro-organismes dans le 
réseau en maîtrisant la qualité de l’EMN à sa source et en évitant les rétro-
contaminations à partir des points d’usages, réduction des possibilités de formation du 
biofilm dans le réseau en optimisant sa conception ou en réalisant des opérations de 
maintenance adaptées ; 
o Actions sur la phase de développement du biofilm : empêcher la multiplication 
bactérienne par limitation de l’apport organique, maîtrise des températures, actions de 
nettoyage et de désinfection réguliers (réseau et points d’usage) ; 
o Actions sur les bactéries libérées du biofilm et remises en suspension : filtration 
immédiate en amont du point d’usage ou irradiation par UV (soins de catégorie 3 
(Solidarités, 2007)). Ce point ne sera pas développé ici. 
 
L’ensemble de ces actions est aussi récapitulé dans le « Guide des Bonnes Pratiques 
Thermales » édité par le CNETh (2008). 
II.3.1 Actions sur la phase d’adhésion 
II.3.1.1 Inhibition du transfert des bactéries vers leur support 
Un des premiers moyens d’action sur l’adhésion de bactéries aux canalisations est de limiter 
l’entrée de micro-organismes dans le réseau.  
 
Dans les réseaux d’eau potable, l’addition d’un désinfectant résiduel, comme le chlore à faible 
concentration, permet de limiter le nombre de micro-organismes en suspension dans l’eau, et 
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secondairement de réduire le nombre de micro-organismes planctoniques susceptibles se fixer 
aux canalisations. D’après la réglementation, une EMN ne peut contenir aucun désinfectant 
résiduel. Ainsi, l’exploitation d’une EMN est sujette à autorisation préfectorale et des 
dispositions sont prises pour protéger les émergences. Les captages comportent un périmètre 
sanitaire d’émergence, c’est-à-dire une zone clôturée qui assure une protection sanitaire. 
L’exploitant de la source peut également instaurer un périmètre de protection qui vise à 
interdire ou réglementer les activités susceptibles de provoquer une pollution de l’eau. La 
contamination microbiologique est surveillée par des analyses régulières (Solidarités, 2007) 
visant à déterminer la concentration en micro-organismes revivifiables (dans 1 mL) à 22 et à 
37 °C, l’absence de coliformes (dans 250 mL), l’absence de streptocoques fécaux (dans 250 
mL), l’absence de bactéries anaérobies sporulées sulfito-réductrices (dans 100 mL) et 
l’absence de P. aeruginosa (dans 250 mL). Ces paramètres doivent rester stables tout au long 
de l’exploitation de l’EMN (Pöttering et al., 2009).  
 
Suite à des travaux de maintenance sur le réseau, des traitements de désinfection du réseau 
peuvent être effectués pour éliminer la flore introduite. Enfin, il est conseillé de disconnecter 
les points d’usage du réseau d’EMN afin d’éviter les rétro-contaminations.  
 
II.3.1.2 Inhibition des phases d’adhésion réversibles et irréversibles 
Malgré les moyens de protections décrits ci-dessus, une EMN contient un écosystème 
microbien qui peut être à l’origine de la formation d’un biofilm. Des travaux sur le réseau ou 
des rétro-contaminations accidentelles à partir de points d’usage peuvent aussi conduire à 
l’entrée de micro-organismes. La conception du réseau permet alors de limiter l’adhésion de 
bactéries et la formation ultérieure d’un biofilm. 
 
II.3.1.2.1 Impact des interactions électrostatiques 
Les interactions électrostatiques intervenant dans l’adhésion réversible des bactéries à leur 
support jouent un grand rôle selon la théorie DLVO. Ces interactions sont liées aux charges 
de surface des bactéries et des surfaces avec lesquelles elles interagissent, mesurées par le 
potentiel ζ (zêta).  
 
La charge de surface d’une bactérie peut être influencée par la force ionique des solutions, par 
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l’âge de la culture bactérienne ou par les conditions de culture. La majorité des bactéries sont 
chargées négativement à pH neutre. Toutefois, des espèces ayant un potentiel zêta positif ont 
été observées, comme Stenotrophomonas maltophilia. Cette espèce a une grande capacité 
d’adhésion au Téflon et au verre (dont la charge de surface est négative) (Jucker et al., 1996).  
 
La force ionique du milieu dans lequel se trouve la bactérie influence sa charge de surface. 
Par exemple, des solutions contenant 10,5 % de chlorure de sodium inhibent l’adhésion de 
Salmonella enterica à des coupons d’INOX. L’explication donnée par Giaouris et al. (2005) 
est que la charge de surface de la bactérie est modifiée par dissociation des groupements 
acides (groupements carboxyl, phosphate, et amino-acides) et basiques. Le pH du milieu dans 
lequel se trouvent les bactéries peut également influencer la charge de surface. 
 
Compte tenu des variations de forces ioniques en fonction des micro-organismes et de leur 
état, ainsi que des eaux minérales considérées, les interactions électrostatiques peuvent 
difficilement être maîtrisées dans un réseau d’EMN. 
 
II.3.1.2.2 Impact de l’hydrophobicité 
L’hydrophobicité d’un système joue un rôle important dans l’adhésion cellulaire selon 
l’approche thermodynamique. L’hydrophobicité de surface varie selon les espèces 
bactériennes étudiées et peut être établie par les méthodes MATH (microbial adhesion test to 
hydrocarbures) ou MATS (microbial adhesion test to solvants) ou la mesure de l’angle de 
contact (Vanhaecke et al., 1990).  
 
Différents composés des parois cellulaires sont impliqués dans l’hydrophobicité bactérienne. 
De nombreuses protéines de la paroi ou extracellulaires possèdent des régions hydrophobes. 
Oakley et al. (1985) ont montré que des cellules de Streptococcus sanguis traitées par la 
trypsine adhèrent plus faiblement à l’hexadécane lors d’un test MATS, probablement à cause 
de la libération de sites protéiques hydrophobes. Les organelles de nature protéique exposés à 
la surface d’une bactérie participent à l’hydrophobicité générale de la cellule (fimbriae, 
fibrilles). Chez les bactéries à Gram positif, l’acide lipotéichoïque (LTA) est également 
impliqué dans les interactions hydrophobes. L’hydrophobicité de surface des bactéries dépend 
donc des souches et des conditions environnementales.  
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La modification des propriétés d’hydrophobicité des surfaces en contact avec les bactéries 
(par traitement ou fonctionnalisation par exemple) permet de modifier les propriétés 
d’adhésion des cellules. Patel et al. (2003) ont par exemple montré que Staphylococcus 
epidermidis est capable d’adhérer au polyuréthane (une surface hydrophobe) et de former un 
biofilm. Toutefois, lorsque le polyuréthane est rendu hydrophile, l’adhésion bactérienne est 
fortement inhibée. Des études comparatives montrent que des matériaux hydrophobes (téflon, 
verre siliconé) sont généralement plus colonisables par les micro-organismes que des 
matériaux hydrophiles (Faille et al., 2002). Ainsi, le choix des matériaux constitutifs des 
réseaux d’EMN peut être orienté de manière à limiter le développement du biofilm. La 
littérature décrit globalement des colonisations plus faibles des matériaux métalliques (acier 
INOX, cuivre) que des matériaux plastiques (PVC ou PE, (Rogers et al., 1994; van der Kooij 
et al., 2005; Simoes et al., 2007)), même si ce phénomène n’est pas uniquement lié au critères 
d’hydrophobicité des matériaux utilisés (pouvoir bactéricide du cuivre par exemple).  
 
Il faut rajouter ici que le matériau constitutif des réseaux d’EMN dépend aussi étroitement de 
la nature et de la minéralisation de l’eau thermale : un réseau d’INOX n’est par exemple pas 
envisageable pour une eau fortement chargée en NaCl. 
 
II.3.1.2.3 Impact de l’hydrodynamique 
La mise en place d’interactions entre les bactéries et une surface lors de la phase précoce 
d’adhésion nécessite des flux relativement faibles. En effet, même si une vitesse de flux 
importante permet d’augmenter la probabilité de rencontre bactéries/surface, il est 
généralement admis que des débits importants augmentent les forces de cisaillements et 
inhibent l’adhésion, notamment par décrochage des bactéries adhérées de manière reversible. 
Ainsi Raya et al. (2010) ont montré que de 0 à 5 mN/m2, le nombre de cellules de P. 
aeruginosa (PAO1) adhérées après 3 h d’incubation augmente régulièrement, mais que des 
forces supérieures à 5 mN/m2 inhibent l’adhésion. À 26 mN/m2, aucune bactérie n’est 
détectée sur la surface étudiée.  
 
La conception d’un réseau d’EMN doit donc être pensée pour éviter les zones où les débits 
sont faibles. Le réseau doit ainsi être correctement dimensionné afin de ne pas créer de zones 
de stagnation. Les bras morts, constitués de canalisations inutilisées dans lesquelles l’eau ne 
circule pas, doivent être évités. Les recommandations préconisent également d’utiliser 
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l’ensemble du réseau régulièrement ou bien de le vidanger lors de fermetures d’établissement 
ou si des zones sont inutilisées (Manuel et al., 2009).  
 
De la même manière, la rugosité modifie l’adhésion bactérienne (Donlan, 2002). Il a été 
démontré, par microscopie électronique ou de force atomique, que l’INOX présente des 
micro-crevasses qui augmentent la surface d’adhésion d’une part, et jouent, d’autre part, le 
rôle de niches de protection pour les micro-organismes où la vitesse du flux est diminuée. Des 
études ont ainsi montré qu’un INOX électropoli (lisse) retenait à sa surface moins de bactéries 
qu’un INOX non-traité (Perdersen, 1990; Palmer et al., 2007). L’adhésion cellulaire est en 
outre favorisée si la taille des défauts de la surface est proche de la taille des bactéries.  
 
II.3.2 Inhibition de la prolifération du biofilm – détachement du biofilm 
formé 
Lorsque toutes les conditions au sein d’un réseau sont optimales, les bactéries adhérées 
entrent alors en phase de croissance. Pour éviter l’accroissement du biofilm, il est possible 
d’agir sur certains paramètres. 
 
II.3.2.1 Maîtrise des conditions trophiques 
La concentration en carbone organique assimilable (COA) d’une eau est un paramètre qui 
influence fortement la prolifération microbiologique. Bouteleux et al. (2005) ont par exemple 
montré que E. coli était capable de croître dans une EAP stérile non chlorée et supplémentée 
en substrat organique (algues exposées à un traitement par ozonation). Le biofilm est 
également affecté par la concentration en COA (Servais et al., 1995). Norton et al. (2000) ont 
montré qu’un abaissement en COA par des filtres biologiquement actifs permettait de limiter 
la prolifération du biofilm dans un réseau de distribution d’eau. En général, les concentrations 
en COA des EMN sont faibles et ne constituent pas des paramètres contrôlables, les 
traitements de l’EMN n’étant pas autorisés. 
 
II.3.2.2 Température  
De nombreux micro-organismes se développent à des températures comprises entre 30 et 40 
°C. Par conséquent, il est recommandé d’éviter ces températures dans les réseaux d’eau 
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chaude et d’isoler thermiquement ces canalisations pour maintenir une température supérieure 
à 50 °C, lorsque cela est possible. Rogers et al. (1994) décrivent par exemple une réduction 
du nombre de bactéries au sein d’un biofilm hydrique lorsque la température dans le réseau 
étudié est de 60 °C. Par ailleurs, les auteurs ont noté, à cette température, la disparition de L. 
pneumophila détectée dans le biofilm.  
 
La maîtrise de la température est particulièrement importante pour les exploitants thermaux 
qui utilisent l’eau à des températures proches de 37 °C pour la réalisation des soins (38 °C 
pour les soins de rhumatologie à la station thermale de Dax). Il est par exemple préconisé de 
refroidir l’eau à la température des soins au plus près des points d’usage.  
 
II.3.2.3 Nettoyage des réseaux de canalisations 
Le nettoyage des canalisations d’un réseau consiste à éliminer les dépôts macroscopiques 
(dépôts d’oxydes, de tartre) qui ont souvent tendance à se former dans les réseaux d’eaux 
fortement minéralisées comme les eaux thermales. Outre l’altération des paramètres 
organoleptiques de l’eau (coloration par exemple), ces dépôts peuvent induire la dégradation 
microbiologique de l’eau. Lechevallier et al. (1987) ont en effet montré que les tubercules 
ferreux (dépôts résultant de l’oxydation du fer) peuvent héberger des taux élevés de bactéries 
coliformes. Les actions de nettoyage ont aussi une action sur le biofilm une fois formé et sur 
les bactéries adhérées en phase d’adhésion réversible et irreversible (voir paragraphe 
II.2.4.2.3).  
 
Plusieurs méthodes sont disponibles, mais le choix d’une technique dépend essentiellement de 
la compatibilité des traitements avec le matériau constitutif du réseau à traiter (Tableau II-13 
(CSHPF et al., 1999)).  
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Tableau II-13. Compatibilité des matériaux constitutifs des réseaux et traitements de 
nettoyage (CSHPF et al., 1999). 
Nature du matériau Caractéristiques Air et eau (1 m/s) 
Eau seule 
(2 m/s) 
Obus 
racleurs 
Nettoyage 
chimique 
Fonte ancienne joint plomb 100 mm - + + + 
Fonte ductile 100 mm + + + + 
Acier galvanisé 100 mm + + + - 
 < 100 mm + + - - 
Cuivre 100 mm + + - - 
Acier inoxydable 
304 ou 316L 100 mm + + + + 
 < 100 mm + + - - 
Polyéthylène (PE) 100 mm + + - + 
 < 100 mm + + + + 
Polychlorure de 
vinyle (PVC) 100 mm + + + + 
 < 100 mm + + - + 
Polypropylène (PP) 100 mm + + + + 
 < 100 mm + + - + 
 
Le nettoyage peut être réalisé par augmentation de la vitesse du fluide dans le réseau et peut 
être effectué grâce à un mélange « air-eau », injecté à une vitesse de l’ordre de 1 m/s, ou grâce 
à de l’eau seule, à une vitesse comprise entre 2 et 2,5 m/s. Des obus de raclage, en matériau 
élastomère (type silicone) peuvent aussi être utilisés (Figure II-17) et permettent l’abrasion 
des dépôts sur les canalisations. Dans ce cas, le réseau doit être équipé de « gares » d’entrée et 
de sortie, pour l’insertion et la récupération des obus, et une pression de 2 bars doit pouvoir 
être appliquée dans le réseau pour pousser l'obus.  
 
Figure II-17. Obus de raclage des canalisations (www.ab6.net). 
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Des techniques de nettoyage chimiques sont également communément pratiquées. L’eau 
oxygénée et l'acide carboxylique sont utilisés pour l’élimination d’hydroxydes de fer et de 
manganèse. Des nettoyages acides (acide sulfamique, chlorhydrique additionnés d’inhibiteurs 
de corrosion comme l’acide phosphorique) sont utilisés pour l’élimination du carbonate de 
calcium. Ces traitements doivent bien sûr être réalisés en dehors des périodes d’usage du 
réseau et suivis de rinçages abondants. 
 
II.3.2.4 Traitements de désinfection 
Une bonne conception ainsi que la maintenance du réseau, associé à des traitements de 
nettoyage réguliers ne permettent toutefois pas de s’affranchir complètement d’une 
prolifération bactérienne sur les canalisations. C’est pourquoi, des traitements de désinfection 
ponctuels sont appliqués régulièrement, de manière préventive mais aussi curative. Ils ont 
pour but de limiter la formation du biofilm, a fortiori dans un réseau transportant de l’EMN 
ne contenant pas de désinfectant résiduel.  
 
II.3.2.4.1 Traitements utilisés en milieu thermal 
Lors de ces traitements, la quantité de désinfectant introduite doit être telle que la 
concentration cible soit atteinte dans tout le réseau, notamment aux points d'usage et au 
niveau de toutes les purges et robinets, et ce pendant toute la durée du traitement. Ce point 
implique de vérifier la concentration résiduelle du désinfectant dans le réseau pendant le 
traitement (mesure du pH ou réactions spécifiques), si possible, et de la réajuster si nécessaire. 
Suite au traitement, un rinçage efficace doit être effectué pour éliminer toutes traces de 
désinfectant dans l’EMN en circulation. Cette élimination est également validée par des 
mesures de la concentration en biocide.  
 
Plusieurs types de traitements ont été proposés par le Conseil Supérieur d’Hygiène pour la 
désinfection mais dépendent essentiellement de la nature du matériau constitutif du réseau de 
l’établissement (Tableau II-14 (CSHPF et al., 1999)). 
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Tableau II-14. Compatibilité des matériaux constitutifs des réseaux et traitements de 
désinfection (CSHPF et al., 1999). 
 Traitement thermique Soude 
Chlore 
(2 ppm) 
Chlore 
(10 à 150 
ppm) 
Chloramines 
(100 à 150 
ppm) 
H2O2 ± ac. 
peracétique 
(1000 ppm) 
Fonte 
ancienne 
(joint plomb) 
- - + + + + 
Fonte ductile 
(nouveaux 
réseaux) 
+ + + + + + 
Acier 
galvanisé - - + + + + 
Cuivre + + + + + + 
Inox 
304 ou 316L + + + - + + 
PE - + + + + + 
PVC - + + + + + 
PP A vérifier + + + + + 
 
Parmi les différentes méthodes, on distingue les désinfections par choc thermique des 
désinfections chimiques (CSHPF et al., 1999).  
 
Le choc thermique est réalisé par l’introduction dans le réseau d'eau (potable ou EMN) à une 
température d'environ 80 °C, de manière à ce que la température dans l’ensemble du réseau 
soit toujours de 70 °C. L’utilisation de vapeur d'eau basse pression (à 115 °C environ, pendant 
une demi-heure) peut aussi être envisagée, si la nature du réseau le permet. Un des avantages 
de ce traitement est que le suivi peut être réalisé facilement en équipant le réseau de 
thermomètres. D’autre part, aucun résidu chimique ne persiste après le choc. Toutefois, le 
rinçage du réseau est nécessaire pour ramener la température à celle de l'EMN. 
 
Les traitements chimiques sont différenciés en traitements oxydants et non-oxydants (soude). 
 
Les traitements oxydants restent les plus communément utilisés : 
• Les composés chlorés sont utilisés depuis plusieurs décennies à des fins de 
désinfection (fin XVIIIème, début XIXème siècle). Plusieurs dérivés existent : dioxyde 
de chlore, hypochlorite de calcium, de lithium, de potassium et de sodium (ou eau de 
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Javel).  
o Le chlore et ses dérivés ont pour particularité d’être hydrolysés en solution 
pour donner de l’acide hypochloreux (HClO), du chlore élémentaire (Cl2) et 
l’ion hypochlorite (ClO-), l’ensemble de ces molécules constituant le chlore 
actif. Le chlore est un oxydant fort qui peut être utilisé à des fins curatives, à 
des doses allant de 10 ppm jusqu’à 100 voire 150 ppm. Son action est 
immédiate sur les micro-organismes libres. Un rinçage est indispensable, 
notamment à de fortes concentrations (50 à 100 ppm). Il est à noter que le 
chlore n’est pas compatible avec certains matériaux comme l’acier inoxydable. 
o Les chloramines sont des oxydants faibles qui ne réagissent que faiblement 
avec les polysaccharides du biofilm et peuvent donc théoriquement pénétrer à 
l'intérieur de celui-ci et le détruire. Les concentrations d’usage sont de 100 à 
150 ppm pour un temps d'action de 12 heures. L'opération de désinfection doit 
être suivie d'un rinçage très soigneux et dont l'efficacité aura été vérifiée. Ce 
procédé n'est, à ce jour, pas en usage en France. 
 
• Le peroxyde d’hydrogène peut être utilisée seul ou combiné à l’acide peracétique. 
Les traitements préconisés sont de 1000 ppm en H202, avec des temps de contact de 2 
à 3 heures en cas de traitements préventifs à espace de temps régulier. Si l'eau 
oxygénée utilisée seule a l'avantage de ne produire aucun sous-produit de désinfection, 
le mélange eau oxygénée et acide péracétique conduit à la formation d'acide acétique 
qui doit être éliminé par rinçage puisqu’il constitue une source de carbone 
biodégradable. 
 
Pour terminer, le traitement à la soude (pH 12, temps de contact 30 min) est aussi proposé en 
tant que technique de désinfection non oxydante. Cette méthode est efficace contre tout type 
de micro-organismes et l’élimination du produit peut facilement être suivie par mesure du pH 
dans l’EMN en circulation. Toutefois, compte tenu de la difficulté de manipulation, ce produit 
est peu utilisé.  
 
Devant le manque d’efficacité de certains traitements, voire la réduction de sensibilité de 
certains micro-organismes dans les réseaux, les établissements thermaux sont en demande de 
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nouvelles formulations ou protocoles d’utilisation. Ainsi, des formulations comme le 
peroxyde d’hydrogène associé à des ions argent (Sanosil ) sont de plus en plus proposées et 
utilisées en désinfection de réseaux. L’association de ces deux composants permet d’obtenir 
un effet biocide considéré comme synergique et donc une meilleure élimination des micro-
organismes. D’après les données du fournisseur, le Sanosil  agit sur de nombreux micro-
organismes (bactéries à Gram positif et négatif, virus, spores, levures, amibes) et aurait aussi 
une activité sur le biofilm. Son usage est ainsi répandu dans de nombreuses industries 
(agroalimentaires, cosmétiques) ou structures (hôpitaux, tours aéroréfrigérantes...) ainsi qu’en 
établissement thermal. Dans le secteur du traitement de l’eau, il est proposé aussi bien pour la 
désinfection de l’eau que des surfaces en contact avec l’eau (canalisation, stockage, robinets 
et fontaines) et connaît un fort succès lié à sa biodégradabilité (www.sanosil.com). Le 
fournisseur préconise une utilisation de 1,5 à 250 ppm d’H2O2 pendant 30 à 240 min. 
 
Récemment, le PolyHexaméthylène Biguanide (PHMB) a été proposé par le fabricant 
(Mareva) pour la désinfection des réseaux d’eau. Au départ, cette molécule a été développée 
et commercialisée par deux firmes : l’ICI (Imperial Chemical Company) et sa filiale, Mareva. 
En 1988, ce produit a été autorisé pour la désinfection des piscines et rapidement Mareva a 
obtenu le monopole de la fabrication. Le PHMB appartient à la famille des biguanides, 
comme la chlorexidine (un bis-biguanide). L’enchaînement de plusieurs fonctions biguanides 
(Figure II-18) au niveau du PHMB aurait pour conséquence une meilleure efficacité par 
rapport aux bis-biguanides.  
 
 
Figure II-18. Formule chimique du PHMB. 
 
Les biguanides sont des molécules qui peuvent avoir deux effets bactéricides sur les micro-
organismes en fonction de leurs concentrations : 
• De 20 à 50 ppm, les biguanides adhèrent aux membranes ou parois, entraînant des lésions 
et la fuite des éléments cytoplasmiques (ions, cations bivalents puis molécules organiques 
dont l’ADN). 
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• À des concentrations supérieures à 100 ppm, on observe plutôt une coagulation du 
cytoplasme et la précipitation des protéines et des acides nucléiques (Fleurette et al., 
1995).  
Des activités bactéricide, sporicide, virucide et fungicide ont été décrites, ainsi qu’une activité 
sur certains protozoaires (Naegleria et Acanthamoeba). Il est à noter que le PHMB n’est à ce 
jour pas agréé pour la désinfection des réseaux d’eau, ni d’EMN. 
 
II.3.2.4.2 Réglementation concernant les traitements de désinfection 
Les produits et traitements de désinfection des réseaux utilisés en milieu thermal doivent faire 
l’objet de validations par le fabricant préalablement à leur commercialisation. Il s’agit de 
déterminer les couples concentrations d’utilisation/temps de contact efficaces pour 
l’élimination ou la réduction de micro-organismes pouvant être à l’origine de problèmes 
sanitaires. Ces produits ou substances actives doivent donc répondre à différentes normes, 
notamment des normes de phase 1, qui permettent de définir une activité désinfectante de 
base. En particulier, la norme NF EN 1040 vise à déterminer l’activité bactéricide de base 
contre P. aeruginosa et S. aureus et la norme NF EN 1275 l’activité fongicide contre Candida 
albicans et Aspergillus niger. D’autres normes, dites de phase 2, permettent de déterminer 
l’efficacité de ces produits dans des conditions proches des conditions d’utilisation (test 
d’efficacité sur d’autres micro-organismes, en présence de substances interférentes) ou 
simulant la pratique (sur des portes-germes…). Des normes de phase 3 sont également 
mentionnées (tests en conditions réelles), mais non standardisées à ce jour.  
 
Dans le cas des désinfectants des réseaux d’eau, la détermination de l’activité bactéricide se 
base sur la norme NF EN 1040 qui concerne les bactéries P. aeruginosa et de S. aureus. 
Après un temps de contact déterminé, le produit biocide est neutralisé et le logarithme du 
nombre de bactéries éliminées par la désinfection déterminé (réduction logarithmique, RL). 
Le produit est considéré comme bactéricide, à la concentration, à la température et au temps 
de contact testés lorsque la RL est supérieure à 5 log, pour les deux micro-organismes tests. 
Ce test ne constitue qu’une première approche des conditions de traitements et est peu 
représentatif des conditions réelles de traitement, difficiles à reproduire in vitro.  
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Ainsi, malgré le respect des normes de phase 1 (voir de phase 2) et une utilisation correcte des 
produits désinfectants, de nombreux articles décrivent des échecs de traitements de 
désinfection dans des réseaux d’eau. La résistance ou diminution de sensibilité des micro-
organismes, par rapport à leur sensibilité théorique, peut s’expliquer par plusieurs 
phénomènes. Entre autres : 
 La présence de zones inaccessibles aux désinfectants (bras morts) où les flux sont 
faibles. Ces zones ne sont jamais en contact prolongé avec des doses efficaces de 
désinfectant et représentent donc des niches de développement ou de persistance pour 
les micro-organismes ; 
 La colonisation des réseaux de canalisations par des biofilms qui jouent un rôle 
protecteur pour les bactéries, notamment vis-à-vis des biocides. Les biofilms sont 
souvent à l’origine de l’échec des traitements mis en œuvre dans les systèmes de 
canalisations d’eau, alors que ces mêmes protocoles de désinfection ont été validés in 
vitro par les normes de phase 1 réalisées sur cellules en suspension.  
 
Clairement, la présence de biofilms dans les réseaux de canalisations est un élément-clef pour 
la compréhension de l’échec des traitements et qui n’est pas pris en compte par les normes 
actuelles sur l’évaluation des biocides des réseaux d’eau. De nouvelles méthodes mesurant 
l’activité bactéricide de biocides sur biofilms in vitro doivent être mises au point et validées 
afin de se rapprocher des conditions réelles d’utilisation.  
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De nombreux outils sont à disposition des gestionnaires de réseaux d’eau pour limiter la 
prolifération du biofilm : empêcher la colonisation bactérienne par protection de 
l’émergence, une conception bien pensée du réseau (choix du matériel constitutif, 
réalisation des plans de canalisations...). Malgré toutes ces précautions, le 
développement du biofilm à l’intérieur d’un réseau semble inévitable. C’est pourquoi 
des opérations de nettoyage et de désinfection sont régulièrement réalisées. 
 
Les produits biocides utilisés pour les traitements font actuellement l’objet de 
validations qui permettent de démontrer une activité bactéricide à une concentration et 
un temps de contact donné. À l’heure actuelle, les normes d’évaluation des antiseptiques 
et désinfectants sont essentiellement réalisées sur des bactéries planctoniques. Or, au 
sein des réseaux d’eau, le problème majeur se situe dans la génération de biofilms sur les 
canalisations, qui s’accompagne de la diminution de l’efficacité de ces traitements.  
 
L’objet de cette thèse était donc de comparer le pouvoir bactéricide de traitements 
utilisés pour la désinfection des réseaux d’EMN, à savoir un choc thermique, un choc 
chloré, un traitement par une combinaison de peroxyde d’hydrogène et d’ions argent 
(Sanosil ) et un traitement par le PHMB, sur cellules planctoniques et en biofilms. 
Dans le but de compléter les normes existantes d’évaluation des biocides, les essais ont 
été réalisés in vitro, sur des biofilms monobactériens, formés par une méthode originale 
de croissance en milieu appauvri, ce qui permet de s’approcher des conditions de 
croissance environnementales. Les résultats ont ensuite été complétés par des essais in 
situ, au sein d’un véritable réseau d’eau thermale pilote, afin de valider l’intérêt de la 
méthode d’évaluation sur biofilms in vitro.  
 
Ces travaux ont porté sur l’étude des deux bactéries problématiques au sein d’un réseau 
d’EMN : P. aeruginosa et L. pneumophila. Si l’ensemble des essais prévus a été réalisé 
pour la bactérie P. aeruginosa, les essais concernant L. pneumophila ont d’abord consisté 
à mettre en place un modèle de formation de biofilms mono-espèce in vitro. En effet, 
aucun modèle décrit dans la littérature ne satisfaisait nos objectifs de recherche. Cette 
partie de la thèse a fait l’objet d’une publication dans le journal « Biofouling », parue le 
8 septembre 2010. 
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III.1 Évaluation in vitro des protocoles de désinfection 
utilisés en milieu thermal sur P. aeruginosa 
La première partie de ces travaux de thèse a consisté en l’évaluation de traitements de 
désinfection de réseaux d’EMN. Cette évaluation s’est faite, dans un premier temps, en termes 
d’efficacité sur cellules planctoniques versus biofilms de P. aeruginosa, in vitro. Ces essais 
ont abouti à la détermination de conditions (concentrations et temps de contact) pour la 
réalisation de traitements in situ. Dans un second temps, la poursuite des travaux a donc 
concerné la validation de certaines conditions de traitement en réseau d’eau minérale 
naturelle.  
 
Les compositions des milieux utilisés sont présentées en Annexe 4.  
 
III.1.1 Souche utilisée 
Les essais ont été effectués avec la souche référencée PAO1 (Collection Institut Pasteur, 
Paris), dont la séquence génomique a été publiée en 2000, ce qui en fait la souche la plus 
communément utilisée en recherche. La culture s’est faite sur milieu classique non sélectif 
(type Trypcase Soja Agar ou TSA, bioMérieux, Marcy-l’Étoile, France) à 37±2 °C pendant 48 
h. Les souches ont été conservées à -80 °C dans du bouillon Eugon (bioMérieux) additionné 
de 15% de glycérol (Sigma, Saint-Quentin Fallavier, France). 
 
III.1.2 Désinfectants testés 
Les types de traitements testés ont été sélectionnés en fonction de leur fréquence d’utilisation 
dans les établissements thermaux. C’est pourquoi le chlore et le peroxyde d’hydrogène 
stabilisé aux ions argent (Sanosil ) ont été retenus en priorité. En dernier lieu, le Poly-
hexaméthylène Biguanide (PHMB) a été choisi en vue de son potentiel agrément pour la 
désinfection des réseaux d’eau et compte tenu des nombreux travaux le concernant 
(traitements de piscines notamment).  
 
Les solutions de chlore ont été préparées à partir de flacons de concentré d’eau de Javel (9,6 
% de chlore actif) disponibles dans le commerce, conservé à l’obscurité et à 4 °C. Une 
Chapitre III. Matériel et méthodes 
 102 
solution de Sanosil  Super 25 Ag (Sanosil France, Fromeréville les Vallons, France), 
contenant 50 % d’H2O2 et 0,05 % d’ions argent a été utilisée pour les essais concernant le 
peroxyde d’hydrogène. Le PHMB, sous forme de solution concentrée, a été fourni par la 
société Maréva (Saint Martin de Crau, France). 
 
Les solutions-tests ont été préparées extemporanément à partir des solutions concentrées, 
immédiatement avant les essais. Les dilutions ont été effectuées dans de l’eau physiologique 
stérile à température ambiante dans des fioles jaugées.  
 
III.1.3 Validation in vitro des protocoles de désinfection utilisés en 
milieu thermal  
 
III.1.3.1 Évaluation de l’activité bactéricide sur cellules planctoniques 
Dans le cas présent, la détermination de l’activité bactéricide des désinfectants sélectionnés 
vis-à-vis de P. aeruginosa a été effectuée selon une méthodologie adaptée de la norme NF EN 
1040 (AFNOR, 2006) intitulée « Essai quantitatif de suspension pour l'évaluation de l'activité 
bactéricide de base des antiseptiques et désinfectants chimiques » (Figure III-1). Cette norme 
correspond à des essais de phase 1. 
 
Pour ces essais, l’ensemble des solutions et suspensions a été préparé dans de l’eau 
physiologique stérile. Une suspension de P. aeruginosa a été préparée par dilution des 
colonies d’une gélose TSA (2ème repiquage suivant la décongélation de la souche) dans 9 mL 
d’eau physiologique. La transmission à 640 nm de la suspension a été ajustée à 70 % afin 
d’obtenir une concentration d’environ 1,5 à 5×108 UFC/mL. Cette suspension initiale a été 
dénombrée par incorporation d’un millilitre et des dilutions décimales successives dans 15 
mL de gélose TSA maintenue en surfusion (45 °C). Les dénombrements d’UFC ont été 
effectués après 48 h d’incubation à 37±2 °C. 
 
L’essai a été réalisé selon la Figure III-1 : 1 mL de la suspension bactérienne initiale a été 
transféré dans un tube en verre neutre contenant 9 mL de solution de produit soumis à l’essai. 
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Après agitation, la concentration finale du produit dans 10 mL correspond à la concentration à 
tester. Le tube a été incubé à température ambiante pendant le temps de contact déterminé (5 
min ou 1 h, soit le temps de contact préconisé). À l’issue du temps de contact et après 
homogénéisation, 1 mL de la suspension a été prélevé et transféré dans 9 mL de solution 
neutralisante. Ce nouveau tube a été incubé 5 min à température ambiante. Cette étape permet 
la neutralisation de l’activité bactéricide du produit testé, permettant ainsi le dénombrement 
des bactéries cultivables restantes après le traitement de désinfection. Le dénombrement a été 
effectué par incorporation de 1 mL de suspension (et des dilutions décimales successives) 
dans 15 mL de TSA. Les boîtes de Petri ont été incubées pendant 48 h à 37±2 °C.  
 
L’efficacité du choc thermique a été mesurée en plaçant une suspension de 10 mL de P. 
aeruginosa (1,5 à 5×107 UFC/mL) préparée dans de l’eau physiologique stérile dans un bain-
marie à 80 °C, pendant 5 min ou 1 h. Le dénombrement des bactéries restantes après choc 
thermique a été réalisé par incorporation directe de 1 mL de suspension (et des dilutions 
décimales successives) dans environ 15 mL de TSA en surfusion. 
 
Pour chaque essai effectué, la non-toxicité du neutralisant a été validée par incorporation de 1 
mL de suspension bactérienne de P. aeruginosa (103 UFC/mL en moyenne) à 9 mL de 
neutralisant. Le dénombrement bactérien de cette suspension a été effectué après 5 min 
d’incubation à température ambiante, en incorporant 1 mL de suspension à 15 mL de TSA. Le 
dénombrement de la suspension calibrée à 103 UFC/mL a également été réalisé après dilution 
au 1/10ème. Ce témoin est valide lorsque le nombre d’UFC après 5 min de contact avec le 
neutralisant est supérieur ou égal à 0,5 fois le nombre d’UFC introduites. 
 
De la même manière, pour chaque essai, l’efficacité de l’étape de neutralisation a été validée 
par ajout de 1 mL de produit à tester à la plus forte concentration à 8 mL de neutralisant. Ce 
tube a été incubé pendant 5 min à température ambiante puis 1 mL de suspension bactérienne 
(103 UFC/mL en moyenne) a été ajouté. Après 30 min, la suspension ainsi obtenue a été 
dénombrée. Le témoin d’efficacité de l’étape de neutralisation est valide lorsque le nombre 
d’UFC dans le mélange après 30 min d’incubation est supérieur ou égal à 0,5 fois le nombre 
d’UFC introduites. 
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L’efficacité d’un désinfectant est exprimée en réduction logarithmique (RL) engendrée, pour 
une concentration et un temps de contact donnés. La RL correspond à la différence entre le 
nombre de logarithmes décimaux d’UFC initialement présents dans la suspension bactérienne 
exposée au produit désinfectant et le nombre de log d’UFC restant après le temps de contact 
déterminé. D’après la norme NF EN 1040, la RL doit être d’au moins 5 logarithmes pour 
qu’un produit soit considéré efficace (bactéricide) à la concentration et au temps de contact 
testés.  
 
Figure III-1. Schéma du protocole d'évaluation de l'activité bactéricide sur cellules de P. 
aeruginosa en suspension (TA : température ambiante). 
 
III.1.3.2 Évaluation de l’activité bactéricide sur biofilms à P. 
aeruginosa  
Le Laboratoire de Microbiologie Industrielle (Faculté de Pharmacie de Toulouse) dispose 
d’une méthode simple d’obtention de biofilms de P. aeruginosa en microplaque. Cette 
technique permet la production de biofilms mono-espèces structurés en milieu appauvri 
(concentration faible en nutriments), favorisant la multiplication des bactéries adhérées plutôt 
que planctoniques (Khalilzadeh et al., 2010). Le support microplaque permet en outre des 
analyses aisées de la structure du biofilm (prélèvements bactériens, observations 
microscopiques) et le criblage simultané de plusieurs conditions de traitement.  
 
Une suspension de P. aeruginosa a été préparée dans de l’eau physiologique stérile (voir 
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chapitre I.3.1). À partir de cette suspension, 15 à 50 UFC de P. aeruginosa ont été introduites 
dans les puits d’une microplaque 24 puits en polystyrène non-traitée stérile (BD Falcon, San 
Jose, CA, États-Unis), contenant 2 mL de milieu Bouillon Biofilm Modifié (MBB, voir 
composition en annexe). Tous les puits de la microplaque ont été inoculés avec la même 
suspension bactérienne initiale et traités de la même manière pendant la formation du biofilm. 
Pour chaque microplaque, un témoin positif a été effectué (puits inoculé non exposé à un 
traitement) ainsi qu’un témoin négatif (puits non inoculé). 
  
Les microplaques ont été incubées 48 h à 37±2 °C. Le milieu de culture a été renouvelé 2, 4, 
6, 20 et 24 h après l’inoculation afin de favoriser la croissance des bactéries adhérées et 
éliminer les bactéries planctoniques issues du biofilm : les puits ont été vidés délicatement, 
rincés deux fois avec 2 mL d’eau physiologique stérile, puis ont reçu 2 mL de milieu MBB 
neuf. 
 
Les chocs biocides ont été appliqués après 48 h d’incubation, sur des biofilms matures (voir 
Figure III-2). Les puits ont été vidés, rincés 2 fois par 2 mL d’EDS puis ont reçu 2 mL de 
solution biocide à tester à la concentration définie. La microplaque a ensuite été incubée à 
température ambiante 1 h. Les puits soumis à un choc thermique ont reçu 2 mL d’eau 
physiologique ne contenant pas de molécule biocide et ont été placés au bain-marie à 80 °C 
pendant 1 h. Les prélèvements du biofilm ont été effectués après 2 rinçages (2 mL d’EDS). 
Les puits ont ensuite reçu 1 mL d’EDS et les bactéries adhérées ont été récupérées par 
grattage (1 min) à l’aide d’une spatule de pesée stérilisée à la flamme : cette étape permet la 
remise en suspension des bactéries du biofilm et la séparation des agrégats. La suspension 
ainsi obtenue a été dispersée par agitation au vortex, diluée et les bactéries dénombrées par 
inclusion de 1 mL de suspension et des dilutions successives au 1/10ème dans du TSA. Les 
boîtes ont été incubées 48 h à 37 ±2 °C. 
 
Un essai est considéré comme valide lorsque aucune bactérie n’est détectée dans le puits 
témoin négatif et que le nombre de bactéries adhérées dans les puits témoins positifs dépasse 
5,5 log d’UFC/puits après 48 h d’incubation. L’efficacité de la désinfection est mesurée par la 
réduction logarithmique (RL), c’est-à-dire le nombre de log d’UFC éliminés par la 
désinfection. La RL pour les cellules en biofilm s’obtient en retranchant le nombre de log 
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d’UFC moyen des puits n’ayant pas subi de traitement (témoin positif) au nombre de log 
d’UFC restant dans le puits ayant subi un traitement. 
 
Figure III-2. Schéma du protocole d’évaluation de la sensibilité des biofilms de P. 
aeruginosa aux traiments biocides 
 
Des observations par microscopie classique ont été réalisées dans le but de valider la présence 
de bactéries adhérées. Il est à noter que cette technique ne permet ni la quantification des 
bactéries, ni l’analyse de la structure du biofilm (la préparation pour l’observation impliquant 
le séchage de l’échantillon et donc la dénaturation de sa structure).  
Les puits à observer ont été vidés et rincés délicatement 2 fois par 2 mL d’EDS et mis à 
sécher pendant 1 heure. Deux millilitres de Cristal Violet (CV) ont ensuite été ajoutés. Après 
1 minute, les puits ont été vidés, rincés 4 fois par 2 mL d’EDS. Après séchage des puits, les 
observations ont été réalisées au moyen d’un microscope inversé à contraste de phase 
(Axiovert 40C, Zeiss, LePecq, France), au grossissement ×400. 
 
III.1.3.3 Analyses statistiques 
Les résultats représentent les moyennes d’au moins 2 essais des RL obtenues pour différents 
traitements. Ces valeurs ont pu être comparées au moyen du test t de Student réalisé à l’aide 
du logiciel MS Excel. Des valeurs p inférieures ou égales à 0,01 indiquent des résultats 
statistiquement différents. 
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III.2 Essai in situ des protocoles de désinfection utilisés en 
milieu thermal, en utilisant un réseau-pilote 
Suite à la validation in vitro de certains protocoles de désinfection pour l’élimination de P. 
aeruginosa, ces techniques ont été reproduites cette fois sur un réseau d’EMN afin de se 
rapprocher au maximum des conditions réelles de traitements. Deux protocoles de 
désinfection ont été testés : le choc thermique et la désinfection par le PHMB.  
 
III.2.1 Réseau-pilote  
III.2.1.1 Description du réseau et caractéristiques des types d’eau qui 
l’alimentent 
Le réseau-pilote reproduit un réseau d’établissement thermal. Un schéma synoptique de 
fonctionnement du réseau est fourni sur la Figure III-3. Ce réseau a été construit par une 
entreprise de plomberie indépendante au niveau du plateau technique de l’Institut du 
Thermalisme (Dax, France).  
La boucle de circulation présente 2 modes d’alimentation (non simultanés) : (i) par l’eau du 
réseau d’adduction potable (EAP) de la ville de Dax ou (ii) par l’EMN de Dax. Les 
caractéristiques de ces eaux sont résumées dans le Tableau III-1.  
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Tableau III-1. Propriétés physico-chimiques des eaux utilisées dans le réseau-pilote. Les 
concentrations ioniques ont été déterminées par chromatographie ionique.  
IS = concentrations inférieures au seuil de détection de la méthode. 
Paramètres Eau adduction potable EMN de Dax Unités 
Température 22,0 60,1 °C 
Conductivité 306,0 1446,0 µS.cm2 
pH 7,76 7,36 Unité pH 
Sodium 11,50 127,94 mg/L 
Potassium 1,40 20,76 mg/L 
Ammonium IS 0,20 mg/L 
Calcium 36,37 126,98 mg/L 
Magnésium 2,21 35,03 mg/L 
Sulfates IS 432,13 mg/L 
Chlorures 11,27 153,87 mg/L 
Nitrites 0,09 IS mg/L 
Phosphates IS IS mg/L 
Nitrates 0,36 IS mg/L 
 
 
Le réseau est constitué d’acier inoxydable 316L (acier au chrome 17,0 %, nickel 10,3 % et 
molybdène 2,1 %). Il s’agit d’un matériau couramment utilisé pour la réalisation de réseaux 
d’EMN qui résiste bien aux températures élevées et à la plupart des traitements chimiques 
(Tableau II-14). 
Chapitre III. Matériel et méthodes 
 109 
 
Figure III-3. Schéma synoptique du réseau-pilote 
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Le réseau est équipé d’un ballon d’eau d’une capacité de 500 L, placé en début de circuit. Il 
comporte une résistance chauffante permettant la réalisation de désinfections thermiques. Ce 
ballon assure aussi la disconnexion entre le réseau-pilote et le réseau d’EMN de la ville de 
Dax. La mise sous pression de l’eau est assurée par une pompe à débit variable située en aval 
du ballon d’eau. Le débit utilisé pour les essais était de 3600±100 L/h. L’eau passe ensuite à 
travers 2 échangeurs à plaques. Ces systèmes sont utilisés en milieu thermal pour abaisser la 
température de l’EMN. Les établissements de la station thermale de Dax, spécialisée dans les 
soins de rhumatologie et de phlébologie, utilisent des températures d’eau de 38 °C 
(rhumatologie) et 28 °C (phlébologie). Au niveau du réseau, le premier échangeur abaisse la 
température de l’eau de 60,1 °C à 38 °C et le 2ème échangeur de 38 à 28 °C. Chaque élément 
du circuit peut être isolé au moyen de vannes sphériques disposées en amont et aval des 
différents constituants. Tout au long du circuit sont disposés des systèmes de surveillance des 
paramètres physiques, lorsque le réseau est en eau : 9 manomètres permettent de vérifier la 
pression à l’intérieur des canalisations, 5 thermomètres mesurent la température de l’eau et 4 
manchettes témoins font office de débitmètres. Le circuit est également équipé de 11 points 
de prélèvement utilisés pour prélever l’eau en circulation tout au long du réseau. Les robinets 
équipant ces points de prélèvement sont en INOX 316L et peuvent être flambés afin 
d’effectuer des prélèvements d’eau en conditions stériles. Ils sont situés en amont et en aval 
des principaux éléments du système.  
Le réseau peut fonctionner en mode ouvert ou fermé : dans le premier cas, l’eau en fin de 
circuit est rejetée à l’égout. Ce mode correspond à une utilisation normale. En mode fermé, 
l’eau en fin de circuit est redirigée vers le ballon. Ce mode est utilisé lors de traitements de 
désinfection (chimique ou thermique).  
 
III.2.1.2 Contamination artificielle du réseau-pilote 
La souche utilisée pour ces essais est une souche environnementale de P. aeruginosa isolée 
initialement à partir d’une eau de surface. Le milieu R2A a été choisi pour réaliser les 
suspensions d’inoculation (Reasoner et al., 1985). Ce milieu, moins riche en nutriments que le 
milieu TSA, permet à la souche bactérienne de s’adapter à un milieu appauvri avant son 
transfert dans un milieu oligotrophe, tel que l’EMN. 
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Avant les essais, la courbe de croissance de cette souche P. aeruginosa dans le milieu R2A 
(Reasoner et al., 1985) a été réalisée afin de valider l’utilisation de ce milieu. Une colonie 
isolée sur TSA a été inoculée à 200 mL de milieu R2A, incubé à 37±2 °C pendant 8 h sous 
agitation (400 rpm). Des prélèvements réguliers ont été effectués afin de suivre la DO630 de la 
suspension au cours du temps. D’autre part les échantillons de suspension ont été dénombrés 
par inclusion de 1 mL de suspension (et des dilutions décimales successives) en TSA. Les 
résultats montrent que la souche utilisée entre en phase exponentielle de croissance 210 
minutes après inoculation et donc que le milieu R2A est adapté à la préparation des 
suspensions d’inoculation de P. aeruginosa.  
 
La suspension d’inoculation a donc été préparée à partir d’un repiquage de 24 h sur TSA 
incubé à 37±2 °C, dans un Erlenmeyer contenant 200 mL de milieu R2A liquide stérile 
comme décrit précédemment. Une suspension de DO630> 0,4 a été centrifugée à 3400 rpm 
pendant 15 min. Le culot bactérien a été repris dans 200 mL d'EDS. Cette opération a été 
renouvelée 3 fois afin d’éliminer le milieu de culture. Les suspensions ainsi obtenues 
contiennent 8,05×108 UFC/mL en moyenne (n = 2). La suspension bactérienne a été versée au 
niveau du ballon du réseau-pilote préalablement rempli de 400 L d'EMN. L'eau contaminée a 
ensuite été mise en circulation dans le réseau pendant 1 h 20. Le système est ensuite resté en 
mode statique pendant 12 h et l'eau contaminée a été vidangée. Le réseau a été remis en eau 
(EMN) et le réseau a fonctionné quotidiennement (circulation d’EMN 1 h par jour) jusqu’aux 
essais de désinfection, c’est-à-dire pendant 48 h. 
Durant les essais, l’eau contaminée a été recueillie quotidiennement dans un bassin de 
stockage contenant une solution de chlore concentrée de manière à obtenir une concentration 
de 3,8 ppm en chore libre. Cette eau est restée dans le bassin de stockage au moins 12 h avant 
d’être rejetée. 
 
III.2.2 Prélèvements et analyses 
Des séries de 11 prélèvements (correspondant aux 11 points de prélèvement du réseau) ont été 
effectuées avant et après les traitements de désinfection testés, afin d’évaluer leur efficacité. 
Les méthodes standard recommandées par l’AFNOR ont été suivies pour les prélèvements et 
les analyses microbiologiques. 
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III.2.2.1 Prélèvements 
Les robinets de prélèvements ont été flambés au chalumeau pendant 15 secondes. Après 
refroidissement du robinet, le premier jet a été éliminé puis l'EMN a été collectée dans des 
flacons de polyéthylène haute densité (ADL & Prochilab, Lormont, France) de 1 L ou 250 
mL, stérilisés par ionisation et ne contenant aucun neutralisant (les prélèvements étant 
constitués d’EMN ne contenant pas de désinfectant). Les analyses ont été réalisées 
immédiatement après prélèvements ou dans les 24 h suivantes avec conservation des 
échantillons à 4 °C. 
 
III.2.2.2 Analyses physico-chimiques de l’eau 
La température de l’eau circulant dans le réseau a été contrôlée grâce aux 4 thermomètres 
intégrés sur les canalisations. La température a été relevée quotidiennement en 4 points du 
réseau, lorsque le réseau fonctionnait en système ouvert.  
 
Le pH et la conductivité ont été relevés pour chaque série d’analyses de 11 prélèvements. Le 
pH de l’eau a été mesuré sur des échantillons récoltés dans des flacons de polyéthylène haute 
densité (ADL Prochilab), non acidifiés, à l’aide d’un pH-mètre (Hach, Loveland, CO, États-
Unis) étalonné avant chaque mesure. Les mesures ont été effectuées immédiatement après les 
prélèvements.  
La conductivité a été mesurée sur des échantillons d’eau non acidifiés, prélevés dans des 
flacons de polyéthylène haute densité (ADL Prochilab) au moyen d’un conductimètre (Hach). 
Le conductimètre était étalonné par des solutions de KCl de concentrations et conductivités 
connues. Les mesures ont été effectuées immédiatement après prélèvements.  
Les concentrations ioniques des eaux circulant dans le réseau (eau d’adduction de la ville de 
Dax et eau minérale naturelle) ont été déterminées par chromatographie ionique à l’aide d’un 
appareil ICS-1100 (Dionex, Sunnyvale, CA, USA) sur colonnes échangeuses d’anions 
(IonPac AS18 Hydroxide-Selective Anion-Exchange Column, Dionex) ou de cations (IonPac 
CS16 Cation-Exchange Column, Dionex). Les échantillons d’eau (non acidifiés) ont été 
prélevés dans des flacons de polyéthylène haute densité et analysés immédiatement après les 
prélèvements. Une analyse des cations et une analyse des anions ont précédé chaque essai. 
Les résultats ont été comparés aux analyses effectuées par la Régie des Eaux de Dax, en 
charge des analyses trimestrielles des EMN et EAP de la ville de Dax.  
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III.2.2.3 Analyses microbiologiques de l’eau minérale naturelle 
Analyse de la variation de flore hétérotrophe revivifiable à 22 (FT 22) et 37 °C (FT 37) 
(AFNOR, 1999) 
2 mL d'eau à analyser (ou d'une dilution décimale de l'échantillon) ont été déposés dans 2 
boîtes de Petri dans lesquelles ont été incorporés environ 15 mL de PCA (Plate Count Agar, 
Oxoïd, Dardilly, France) maintenu en surfusion. Une fois le milieu solidifié, une des boîtes a 
été placée à 37±2 °C (pendant 48 h) pour le dénombrement de la FT 37, et l’autre à 22±2 °C 
(pendant 72 h) pour le dénombrement de la FT 22. Le résultat est donné en UFC/mL. 
 
Recherche et dénombrement de coliformes totaux et thermotolérants (AFNOR, 2000) 
250 mL d'EMN à tester ont été filtrés sur une membrane stérile en ester de cellulose de 
porosité nominale 0,45 µm (Pall, East Hills, NY, États-Unis). La membrane a ensuite été 
transférée sur un milieu gélosé TTC (2,3,5-triphényltérazoliumchloride)-tergitol (Oxoïd). Le 
temps d'incubation était de 48 h, à 37±2 °C pour la recherche de coliformes totaux et à 44±2 
°C pour la recherche de coliformes thermotolérants. Les colonies jaunes entourées d'un halo 
jaune constituées de bacilles à Gram négatif (coliformes présumés) ont été repiquées sur 
gélose TSA (Tryptone Soja Agar, Oxoïd) pour la recherche d'oxydase et en bouillon 
tryptophane pour vérifier la production d'indole. Le résultat est donné en UFC/250mL. 
 
Recherche et dénombrement d’entérocoques intestinaux (AFNOR, 2000) 
250 mL d'eau à tester ont été filtrés sur membrane en ester de cellulose de porosité nominale 
0,45 µm (Pall). La membrane a ensuite été transférée sur gélose Slanetz et Bartley (Oxoïd). 
Le temps d'incubation était de 48 h à 37±2 °C. Lorsque des colonies roses ou brunes, 
constituées de coques à Gram positif, était présentes, la membrane de filtration a été 
transférée sur gélose BEA (Bile Esculine Agar, Oxoïd) et incubée à 44±2 °C pendant 2 h. Les 
colonies d'entérocoques ont été confirmées par la présence d’un halo noir. Le résultat est 
déterminé en UFC/250mL. 
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Recherche et dénombrement de spores de bactéries anaérobies sulfito-réductrices 
(AFNOR, 1993) 
100 mL d'eau à tester ont été chauffés au bain-marie à 75±1 °C pendant 15 min. L'échantillon 
refroidi a été filtré sur membrane stérile (porosité nominale 0,2 µm, Pall). La membrane a été 
placée sur gélose TSC base (Tryptone-Sulfite-Cyclosérine, Oxoïd), le côté comportant les 
bactéries au contact de la gélose. La boîte a été incubée en anaérobiose à 37±2 °C pendant 48 
h. Les colonies noires, correspondant aux bactéries anaérobies sulfito-réductrices, ont alors 
été dénombrées. Le résultat est donné en UFC/100mL. 
 
Recherche et dénombrement de P. aeruginosa (AFNOR, 2002) 
250 mL d’échantillon ont été filtrés sur une membrane stérile en ester de cellulose de porosité 
nominale 0,45 µm (Pall). La membrane a ensuite été transférée sur le milieu CN (Cétrimide 
Acide Nalidixique, Oxoïd). Après 48 h d'incubation à 37±2 °C, des colonies bleues à vertes et 
fluorescentes sous lampe UV (360 nm) sont considérées comme étant P. aeruginosa. Des 
colonies fluorescentes ne présentant pas de coloration bleu-vert, constituées de bacilles à 
Gram négatif peuvent aussi apparaître. Dans ce cas, elles ont été repiquées dans un bouillon 
acétamide pour vérifier leur capacité à produire de l'ammoniac à partir d'acétamide et 
confirmer ainsi leur appartenance à l’espèce P. aeruginosa. Le résultat est rendu en UFC/250 
mL. 
 
Recherche et dénombrement de L. pneumophila (AFNOR, 2003) 
200 µL d'échantillon à analyser ont été étalés directement sur gélose GVPC (Glycine-
Vancomycine-Polymyxine-Cycloheximide, Oxoïd). Parallèlement, 1 L d'échantillon a été 
filtré sur une membrane de polycarbonate de porosité nominale 0,4 µm (Pall). La membrane a 
été placée dans un flacon contenant 5 mL d'eau échantillonnée. Les légionelles ont été 
détachées de la membrane par un traitement aux ultrasons de 3 min, afin d’obtenir un 
concentrat. 
100 µL de concentrat (ou d'une dilution au 1/10ème du concentrat) ont été étalés directement 
sur GVPC. Parallèlement, 2 mL ont été chauffés à 50 °C pendant 30 min (échantillon traité 
thermiquement) et 2 mL ont été mélangés à 2 mL de tampon acide (pH=2, 5 min à 
température ambiante ; échantillon traité chimiquement). 100 µL des échantillons traités 
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thermiquement et 200 µL des échantillons traités chimiquement ont été étalés sur deux 
géloses GVPC. L’ensemble des boîtes a été incubé en enceinte fermée (pour éviter 
l'évaporation des milieux gélosés) à 37±2 °C pendant 10 jours. 
 
Les colonies de légionelles présumées (gris bleu, avec un aspect de verre fritté et constituées 
de bacilles à Gram négatif) ont été repiquées successivement sur gélose BCYE (Buffered 
Charcoal Yeast Extract) sans cystéine (Oxoïd), Columbia au sang de mouton (Oxoïd) et 
BCYE avec cystéine (Oxoïd). Les colonies constituées de bacilles ne se développant que sur 
BCYE + cystéine appartiennent au genre Legionella. Un test au latex (Legionella Latex Test, 
Oxoïd) a permis de vérifier s'il s'agissait de l’espèce L. pneumophila et, le cas échéant, de 
définir le sérogroupe des colonies. Les résultats sont exprimés en UFC/L.  
 
III.2.3 Protocoles de désinfection 
III.2.3.1 Choc thermique 
Pour la réalisation de chocs thermiques, le réseau contaminé par P. aeruginosa a été vidangé 
et rempli d’EAP. La résistance chauffante a été mise en marche pour élever la température de 
l’eau à 80 °C (vérifiée sur le thermomètre du ballon d’eau). Une fois cette température 
atteinte, l’eau chauffée a été mise en circulation dans tout le réseau (système fermé, sans 
fonctionnement des échangeurs) pendant 1,5 h. La température dans l’ensemble du circuit a 
été vérifiée grâce aux thermomètres branchés sur les canalisations. 
 
III.2.3.2 Choc chimique par le PHMB 
Le choc chimique a été réalisé en ajoutant la solution de PHMB fournie dans 400 L d’EAP 
(24±2 °C) au niveau du ballon d’eau, afin d’atteindre une concentration de 25 ppm. La 
solution a été mise en circulation dans le réseau pendant 15 minutes pour favoriser la dilution 
de la solution de PHMB. Un traitement de 1 heure a ensuite été appliqué par circulation de la 
solution désinfectante (circuit fermé, à 24±2 °C). Après le traitement, le réseau a été vidangé 
puis rincé par de l’EMN mise en circulation pendant 30 min (circuit ouvert).  
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III.2.4 Analyses statistiques 
Les résultats représentent les concentrations bactériennes moyennes aux 11 points du réseau. 
Les valeurs obtenues à différents temps de prélèvement ont été comparées au moyen du test t 
de Student réalisé à l’aide du logiciel MS Excel. Des valeurs p inférieures ou égales à 0,01 
indiquent des résultats statistiquement différents.  
III.3 Évaluation de traitements de désinfection sur L. 
pneumophila 
Le deuxième objectif de cette thèse concernait initialement l’évaluation de traitements de 
désinfection sur L. pneumophila (notamment sous forme de biofilms) afin de déduire les 
conditions optimales de traitements pour la désinfection de réseaux d’EMN. Rapidement, cet 
objectif a dû être réévalué, les modèles de formation de biofilms in vitro à L. pneumophila 
décrits dans la littérature n’étant pas satisfaisants. Par conséquent, la première étape de ce 
travail a consisté à mettre au point un modèle de formation de biofilm à L. pneumophila in 
vitro, adapté à la réalisation de notre objectif premier. 
Dans un second temps, ce modèle a été éprouvé par des essais concernant l’efficacité in vitro 
d’un choc thermique suivis d’essais in situ, similaires à ceux menés avec P. aeruginosa.  
 
III.3.1 Souches bactériennes 
Pour ces essais, quatre souches ont été utilisées. La souche L. pneumophila Philadelphia 1, 
CIP 103 854, a été utilisée en tant que souche de référence (Collection Institut Pasteur). Son 
génome a été complètement séquencé en 2004 (Chien et al.).  
Deux souches environnementales, de sérogroupe 2 – 14 ont été utilisées ; l’une a été isolée à 
partir d’un réseau d’eau chaude sanitaire (HW S2-14), l’autre à partir d’un réseau d’eau 
minérale naturelle (NMW S2-14). La quatrième souche est un isolat environmental issu d’un 
réseau d’eau chaude sanitaire et de sérogroupe 1 (HW S1). 
Les souches sont conservées dans du bouillon Eugon additionné de 15% de glycérol, à -80 °C. 
Avant chaque essai, la bactérie est mise en culture sur Buffered Charcoal Yeast Extract 
(BCYE, bioMérieux, Marcy l’Étoile, France), incubée à 37±2 °C pendant 72 h. Ce milieu 
nutritif est supplémenté en pyrophosphate ferrique (0,25 g/L) et chlorhydrate de cystéine (0,4 
g/L) (supplément de croissance Legionella bioMérieux) pour permettre la croissance des 
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espèces du genre Legionella. 
Avant chaque essai, la pureté des colonies a été vérifiée par coloration de Gram. Les 
suspensions de L. pneumophila ont été réalisées à partir de colonies issues d’un repiquage sur 
gélose BCYE, dans 10 mL de milieu de culture pour la formation de biofilm (Tableau III-2). 
La transmission des suspensions a été ajustée à 60 % (DO600=0,220) afin d’obtenir une 
concentration bactérienne d’environ 108 UFC/mL. 
 
III.3.2 Mise au point du modèle d’obtention de biofilms à L. 
pneumophila en microplaque 
Le Laboratoire de Microbiologie Industrielle disposait, préalablement à ces essais, d’un 
protocole permettant la formation de biofilms à P. aeruginosa (voir III.1.3.2). Ce protocole 
permet le criblage de plusieurs molécules biocides afin de déterminer la sensibilité des 
biofilms bactériens. L’objet de ces recherches était la modification de ce protocole pour 
permettre l’obtention de biofilms mono-espèce de L. pneumophila.  
 
Les supports choisis pour la production de biofilms sont des microplaques 24 puits stériles 
(BD-Falcon), dans le but de faciliter la sélection de différentes conditions de formation du 
biofilm et, ultérieurement, le criblage de différentes molécules biocides.  
Les puits d’une microplaque ont initialement reçu 2 mL d’une suspension calibrée de L. 
pneumophila (106 ou 102 UFC/mL) préparée dans le milieu de culture à tester. Les 
microplaques ont ensuite été incubées pendant 6 à 20 jours. Différentes températures ont été 
testées pour la formation du biofilm : 37,0±2 °C qui correspond à l’optimum de croissance de 
L. pneumophila, 22,5 °C et 43,0 °C. Pendant le temps d’incubation, le milieu a été renouvelé 
tous les 3 jours, après 2 rinçages délicats avec 2 mL d’EDS, afin d’éliminer les bactéries 
planctoniques et favoriser la croissance du biofilm. 
 
III.3.2.1 Sélection d’un milieu de culture adapté à la production de 
biofilm de L. pneumophila 
Plusieurs types de milieux ont été testés afin de favoriser la croissance adhérée de L. 
pneumophila. 
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• milieux oligotrophes : eau distillée stérile (EDS), eau d’adduction potable (EAP, ville de 
Toulouse ; Na+ = 13,0 mg/L, K+ = 1,1 mg/L, Ca2+ = 34,0 mg/L, SO42- = 23,0 mg/L, Cl- = 
12,0 mg/L, pH 7,9) stérilisée par filtration (0,22 µm, ERS) ou non stérile (ERNS), eau 
minérale naturelle de Dax stérilisée par filtration (0,22 µm, EMN ; Na+ = 128,9 mg/L, K+ = 
20,8 mg/L, NH4+ = 0,2 mg/L, Ca2+ = 127,0 mg/L, Mg2+ = 35,0 mg/L, SO42- = 432,1 mg/L, 
Cl- = 153,9 mg/L, Fe2+ = 0,08 mg/L, pH 7,4). 
• milieux oligotrophes supplémentés en fer et cystéine (supplément Legionella 
bioMérieux) : sERS, sEMN ; 
• bouillons semi-synthétiques à faibles concentrations en nutriments : bouillon biofilm 
basique, BB (Alasri et al., 1992) et bouillon biofilm modifié, MBB (Khalilzadeh et al., 
2010) ; 
• bouillons semi-synthétiques à faibles concentrations en nutriments, supplémentés en 
fer et cystéine (supplément Legionella bioMérieux, dilué au 1/10ème) : bouillon biofilm 
supplémenté (SBB) et bouillon biofilm modifié supplémenté (SMBB).  
La composition de ces milieux est récapitulée dans le Tableau III-2. 
 
Tableau III-2. Composition des milieux de culture utilisés pour la mise au point d’un 
protocole de formation de biofilms à L. pneumophila 
Composition 
 
Concentration  
 
 
(mg/L) 
Bouillon 
Biofilm  
 
(BB) 
Bouillon Biofilm   
Supplémenté 
 
(SBB) 
Bouillon 
Biofilm 
Modifié 
(MBB) 
Bouillon 
Biofilm  
Modifié 
Supplémenté 
(SMBB) 
MgSO4 
(Sigma) 200.0 + + + + 
FeSO4 
(Prolabo) 0.5 + + + + 
Na2HPO4 
(Sigma) 1250.0 + + + + 
KH2PO4 
(Sigma) 500.0 + + + + 
Acides 
casaminés 
(Difco) 
100.0 + + - - 
Lactose 
(Difco) 25.0 + + - - 
Extrait de 
levure  
(AES) 
100.0 + + - - 
Chapitre III. Matériel et méthodes 
 119 
Composition 
 
Concentration  
 
 
(mg/L) 
Bouillon 
Biofilm  
 
(BB) 
Bouillon Biofilm   
Supplémenté 
 
(SBB) 
Bouillon 
Biofilm 
Modifié 
(MBB) 
Bouillon 
Biofilm  
Modifié 
Supplémenté 
(SMBB) 
Glucose 
(Sigma) 50.0 - - + + 
Supplément 
(BioMérieux) 
Dilué au 
1/10ème - + - + 
 
 
Les deux « Bouillons Biofilm » (BB et MBB) ont déjà été validés pour la formation de 
biofilms à P. aeruginosa, E. coli et S. aureus (Alasri et al., 1992; Pineau et al., 1997; 
Samrakandi et al., 1997; Campanac et al., 2002; Khalilzadeh et al., 2010). La composition 
minérale de ces milieux est similaire, mais ils diffèrent par leur source de carbone : le MBB 
contient seulement du glucose, alors que le BB contient du lactose et des aminoacides (extrait 
de levure et acides aminés). Le Bouillon Biofilm Supplémenté (SBB) et le Bouillon Biofilm 
Modifié Supplémenté (BBMS) sont des dérivés des milieux BB et MBB supplémentés en fer 
et cystéine (supplément Legionella, bioMérieux, Marcy l’Étoile, France, dilué au 1/10ème).  
En dernier lieu, le milieu liquide BYE (N-(2-acetamido)-2-aminoethanesulfonic acid (ACES)-
Buffered Yeast Extract) a été utilisé. Ce milieu riche, classiquement utilisé pour la croissance 
planctonique de L. pneumophila (Ristroph et al., 1980), a également été validé pour la 
production de biofilms mono-espèces de L. pneumophila (Mampel et al., 2006; Piao et al., 
2006; Hindre et al., 2008). Mampel et al. ont toutefois démontré que dans ce milieu la 
croissance se faisait essentiellement de manière planctonique et non sous forme sessile. 
 
III.3.2.2 Dénombrements des cellules adhérées 
Les prélèvements ont été réalisés dès 2 h après inoculation de L. pneumophila afin d’évaluer 
l’adhésion microbienne initiale, puis à différents temps d’incubation pour déterminer la 
cinétique du développement bactérien sous forme sessile. Après 2 rinçages successifs avec 2 
mL d’EDS, 1 mL d’EDS a été ajouté et les puits ont été grattés avec une spatule de pesée à 
bout carré stérile pendant 1 min dans le but de détacher les cellules du biofilm et désagréger 
les microcolonies. Après agitation au vortex, le dénombrement cellulaire des échantillons a 
été effectué soit par culture sur BCYE soit par PCR quantitative (qPCR). 
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Des quantifications de cellules en suspension dans les puits contenant des biofilms ont 
également pu être effectués. Dans ce cas, 100 µL d’échantillon ont été directement prélevés 
au centre du puits de culture. 
 
III.3.2.2.1 Dénombrements des cellules viables et cultivables  
Les cellules viables et cultivables ont été numérées par étalement de 100 µL d’échantillon (et 
des dilutions décimales successives) sur BCYE. Après 5 j d’incubation à 37 °C, les colonies 
caractéristiques du genre Legionella ont été dénombrées puis repiquées sur gélose UNBCYE 
(BCYE non supplementé en fer ou en cystéine, bioMérieux) et gélose Columbia au sang 
(bioMérieux). Une absence de croissance sur UNBCYE et Columbia permet de confirmer 
l’appartenance des colonies au genre Legionella. Le test d’agglutination latex (Oxoïd, 
Basingstoke, Royaume-Uni) a permis de confirmer l’identification au rang d’espèce et le 
sérogroupe des colonies. Cette méthode permet également de vérifier qu’aucune 
contamination n’a eu lieu pendant les essais. 
 
III.3.2.2.2 Analyses par PCR en temps réel 
Les analyses par qPCR ont permis de quantifier le nombre de copies de génomes 
(correspondant au nombre de cellules viables, non-viables et l’ADN extracellulaire - eDNA) 
contenues dans un échantillon (biofilm ou cellules planctoniques). L’extraction, la 
purification et l’amplification de l’ADN des échantillons se font selon le protocole établi par 
la société GeneSystems, à l’aide des réactifs fournis (Yaradou et al., 2007). Ce protocole suit 
les recommandations de la norme expérimentale XP T90-471 (AFNOR, 2006) pour la 
quantification de légionelles dans l’eau. Les échantillons ont été filtrés sur membranes de 
polycarbonate stériles (0,45 µm). Les analyses ont été réalisées à partir des membranes 
conservées à -20 °C pendant moins d’une semaine avant les essais. 
La lyse bactérienne a été obtenue par sonication de la membrane de filtration (20 min, 
puissance 250 W et fréquence 40 Hz) puis chauffage (10 min, 100 °C) dans 1,5 mL de 
tampon de lyse. Après élimination des débris cellulaires par filtration sur colonne, l’ADN du 
lysat est fixé sur une colonne de silice et rincé par 2 tampons à base d’éthanol (Genesystems). 
L’ADN est élué dans 300 µL de tampon d’élution (Genesystems). L’analyse par qPCR se fait 
immédiatement ou à partir d’échantillons d’ADN conservés à -20 °C. Les échantillons 
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d’ADN n’ont pas été décongelés plus d’une fois avant l’analyse par qPCR, afin de ne pas 
dégrader l’ADN. 
La qPCR a été réalisée dans les puits d’un GeneDisc (Figure III-4) contenant les amorces et la 
sonde lyophilisée, où sont ajoutés 36 µL d’échantillon d’ADN mélangés à 36 µL de mix 
réactionnel (tampon PCR, Taq polymérase, dNTP et MgSO4, GeneSystems). Chaque analyse 
d’échantillon a été triplé. Des témoins d’inhibition de PCR ont été réalisés pour chaque 
échantillon, dans 2 puits réactionnels contenant de l’ADN exogène de L. pneumophila ainsi 
qu’un témoin négatif de PCR (puits sans amorces). 
 
 
Figure III-4. GeneDisc et puits réactionnels. Un secteur de 6 puits représente les 
analyses réalisées pour un échantillon (2 témoins positifs, 1 témoin négatif, 3 
quantifications d’échantillon).  
 
Chaque cycle de PCR comprend une étape de dénaturation à 105 °C, une étape de transition 
froide à 48 °C, une étape d’hybridation et élongation à 60 °C. Le premier cycle est précédé 
d’une étape « hot start » à 115 °C. Chaque cycle dure 45 s. La fluorescence libérée dans les 
puits est mesurée à la fin de chaque cycle de PCR. 45 cycles sont suffisants pour visualiser le 
Ct (Cycle threshold) et quantifier l’ADN de L. pneumophila dans les échantillons (Figure 
III-5). 
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Figure III-5. Courbes de fluorescence en fonction du nombre de cycles dans les 6 puits 
dédiés à l’analyse d'un échantillon.  
 
Si les témoins sont valides, le Ct moyen de l’échantillon (moyenne des Ct des 3 analyses de 
l’échantillon) est calculé par le logiciel d’analyse du GeneCycler. 
 
La gamme étalon est établie grâce à de l’ADN calibré de L. pneumophila (ATCC 33152, 
Genesystems) sur un seul Genedisk et permet de corréler les Ct mesurés à une quantité 
d’ADN. Les Ct de 5 échantillons d’ADN de L. pneumophila de quantité connue (25, 2,5×102, 
2,5×103, 2,5×104, 2,5×105 UG) sont déterminés. La courbe de calibration est établie par le 
logiciel Genesystems. Le logiciel utilisé pour l’analyse des résultats de qPCR fournit les 
résultats dans le volume initialement filtré.  
 
III.3.2.3 Caractérisation de la croissance de L. pneumophila en milieu 
liquide 
Pour vérifier la capacité de L. pneumophila à croître de manière planctonique en milieu 
liquide, des suspensions de L. pneumophila (souches CIP 103854 et HW S 2-14) ont été 
préparées dans les milieux BYE et SBB. Les concentrations bactériennes ont été ajustées à 
une DO600 = 0,220 nm (soit environ 108 UFC/mL). 10 mL de suspensions ont été placés dans 
des tubes en verre neutre, afin de limiter l’adhésion bactérienne, et mis sous agitation (200 
rpm) à 37±2 °C pendant 3 j, période correspondant à l’intervalle de temps entre deux 
renouvellements de milieu en microplaques 24 puits. La croissance planctonique a été suivie 
3 analyses 
d’échantillon 
Témoin négatif de PCR 
Témoins d’inhibition de PCR 
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par des mesures quotidiennes de la DO600. 
 
III.3.2.4 Analyse de biofilms par observation en microscopie 
confocale 
La microscopie confocale couplée à l’utilisation de marqueurs fluorescents a été choisie pour 
l’analyse de la structure tridimensionnelle des biofilms.  Afin de pouvoir utiliser les objectifs 
à immersion du microscope, les biofilms ont été préparés en microplaques 6 puits (BD 
Falcon). 
III.3.2.4.1 Marquages cellulaires  
La biomasse totale du biofilm a été visualisée par marquage au Syto® 9 (Molecular Probe, 
Invitrogen, Eugene, OR). Il s’agit d’un marqueur d’acides nucléiques, diffusant librement à 
travers les membranes et parois cellulaires et qui permet donc la visualisation des acides 
nucléiques intra- et extracellulaires et des cellules endommagées. Ce marqueur présente un 
shift de fluorescence important dans le vert lorsqu’il est lié aux acides nucléiques. Il ne peut 
donc être visualisé que lorsqu’il est fixé à l’ADN ou l’ARN. Pour les observations, 0,5 µL de 
Syto® 9 (Invitrogen, 5 mM) a été introduit directement dans le puits à observer en présence du 
milieu de culture. Aucun rinçage n’a été effectué avant les observations, les cellules 
planctoniques étant clairement différenciables des cellules du biofilm. D’autre part, les 
milieux de culture utilisés pour la croissance des biofilms n’ont engendré aucun artéfact 
d’observation.  
 
Un double marquage a été effectué en associant Syto® 9 et Iodure de Propidium (IP, kit 
LIVE/DEAD© BacLight ™, Molecular Probe, Invitrogen, Eugene, OR ; 0,5 µL par puits). 
L’IP est un agent intercalant des acides nucléiques incapable de diffuser au travers des 
membranes cellulaires intactes et qui marque donc uniquement les cellules dont les 
membranes sont endommagées (dont une majorité de cellules mortes) et les acides nucléiques 
extracellulaires. 
  
En double marquage, les cellules viables cultivables et non cultivables (VBNC), dont la 
membrane est intègre, apparaissent vertes alors que les cellules dont la membrane est 
endommagée apparaissent majoritairement orange/rouge, du fait d’un déplacement de la 
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fluorescence du Syto® 9 par l’IP. D’après Ohno et al. (2003), le kit LIVE/DEAD© BacLight 
™ est adapté à la détection de la viabilité de L. pneumophila dans l’eau. 
 
III.3.2.4.2 Marquage des carbohydrates de la matrice du biofilm 
Des polysaccharides extracellulaires entrent souvent dans la composition de la matrice de 
biofilms. Pour vérifier leur présence dans le biofilm de L. pneumophila, un marquage par une 
lectine, la Concanavaline A (ConA) a été réalisé. Les lectines sont des protéines issues 
principalement de plantes légumineuses, mais aussi de champignons ou d’invertébrés et qui 
ont la capacité de lier spécifiquement certains résidus osidiques. La ConA (issue de Canavalia 
ensiformis) a une affinité pour les résidus α-mannopyranosyl et α-glucopyranosyl des 
molécules hydrocarbonées. Elle a été couplée à l’Alexa 633, un fluorochrome, pour former la 
ConA-A633 (Invitrogen), visible par fluorescence.  
Le protocole de marquage a été adapté de la méthode décrite par Neu et al. (2001). Les puits 
contenant les biofilms ont été vidés délicatement et 1 mL de ConA-A633 (100 µg/mL, dans 
une solution de 0.1 M de bicarbonate de sodium, selon les instructions du fournisseur) a été 
ajoutée, de manière à recouvrir la totalité du puits, ce qui représente environ 10 µg/cm2 de 
ConA-A633. Les microplaques ont ensuite été incubées à température ambiante et à 
l’obscurité pendant 20 min, puis vidées et rinçées délicatement 2 fois, avec 1 mL d’EDS. 6 
mL d’EDS ont ensuite été ajoutés ainsi que 0,5 µL de Syto® 9 avant de procéder aux 
observations. 
 
III.3.2.4.3 Aquisition d’images en microscopie confocale  
Les observations ont été réalisées avec un microscope confocal TCS SPII (Leica, Heidelberg, 
Allemagne), équipé d’un objectif ×40 à immersion d’eau (HCX PL APO water, N.A. 0.8). 
L’objectif a été directement plongé dans le puits contenant le biofilm à observer. La longueur 
d’onde utilisée pour l’excitation du Syto® 9 était de 488 nm (laser Argon). La fluorescence 
émise a été collectée entre 498 et 533 nm. Pour l’IP, le laser Hélium-Néon a été utilisé 
(longueur d’onde 543 nm) et la fluorescence émise collectée entre 553 et 623 nm. La ConA-
A633 a été excitée grâce au laser Hélium-Néon (longueur d’onde 633 nm) et la fluorescence 
émise a été collectée entre 642 and 733 nm. Les échantillons ont été scannés dans la direction 
xy et le pas entre 2 images était de 1 µm.  
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III.3.2.4.4 Analyses d’images 
Les séries d’images enregistrées au format leica (.lei) ont été analysées grâce au logiciel 
Image J, disponible librement sur internet (http://rsbweb.nih.gov/ij/). Image J est un système 
ouvert dont les fonctions sont des extensions (ou plugins) Java. Des systèmes d’acquisition, 
d’analyse, et de traitement d’images personnalisés peuvent ainsi être développés par les 
utilisateurs, en utilisant l’éditeur Image J et Java. Les analyses d’images décrites dans cette 
étude ont été réalisées grâce aux extensions « Volume Viewer », « Ortview » et « Volume J ».  
Plusieurs types d’images ont ainsi été obtenues (voir Figure III-6) : 
⇒ Des aplatissements, ou « écrasements » verticaux, superposition de toutes les images 
d’une même série (projections maximales). Le résultat est une image dont les côtés 
représentent les coordonnées x et y ; 
⇒ Des « écrasements » de profil, dont les côtés représentent un axe x-z ; 
⇒ Des reconstitutions volumiques : les données selon x, y et z de toutes les images d’une 
série sont synthétisées en 3 dimensions. 
 
Figure III-6. Schéma du principe de l’analyse d’image 
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III.3.2.5 Analyses statistiques 
Les quantifications bactériennes sont des moyennes effectuées sur 2 essais. Les valeurs 
obtenues à différents temps, dans différentes conditions de culture (température) ou pour 
différentes espèces ont été comparées au moyen du test t de Student réalisé à l’aide du logiciel 
MS Excel. Des valeurs de p inférieures ou égales à 0,01 indiquent des résultats 
statistiquement différents. 
 
III.3.3 Évaluation in vitro de l’effet bactéricide à court et à moyen terme 
d’un choc thermique à 80 °C sur biofilms à L. pneumophila 
Des biofilms de L. pneumophila (souche HW S2-14) de 9 j ont été obtenus selon le protocole 
déjà décrit, en utilisant le milieu SBB, et un inoculum de 102 UFC/mL. Pour chaque 
microplaque, un témoin positif a été effectué (puits inoculé non exposé au traitement) ainsi 
qu’un témoin négatif (puits non inoculé).  
 
La microplaque a été incubée 9 j à 37±2 °C, en sachet fermé afin de limiter l’évaporation. Le 
milieu de culture a été renouvelé 3 et 6 j après inoculation : les puits sont vidés délicatement, 
rincés deux fois avec 2 mL d’EDS puis ont reçu 2 mL de milieu SBB neuf. 
 
Le traitement biocide a été appliqué après 9 j d’incubation, sur des biofilms considérés 
comme matures. Les microplaques ont été fermées hermétiquement et placées au bain-marie à 
80 °C pendant 1 h, excepté les microplaques contenant les puits témoins qui n’ont subit aucun 
traitement.  
 
Les prélèvements de biofilm ont été effectués en suivant le protocole décrit au chapitre 
III.3.2.2. Pour évaluer la recolonisation du milieu par des bactéries qui auraient résisté au 
traitement, de nouveaux prélèvements ont été effectués 3 et 6 j après choc thermique. 
 
Les essais ont été validés lorsque aucune bactérie n’a été détectée dans le puits témoin négatif 
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et que le nombre de bactéries adhérées dans les puits témoins positifs dépassait 5,5 log 
d’UFC/puits. L’efficacité de la désinfection a été exprimée en réduction logarithmique (RL). 
La RL pour les cellules en biofilm a été obtenue en retranchant le nombre d’UFC moyen des 
puits n’ayant pas subi de traitement (témoins positifs) au nombre de log d’UFC restant dans le 
puits ayant subi le choc thermique. 
 
III.4 Évaluation in situ de l’effet bactéricide à court et à 
moyen terme d’un choc thermique à 80 °C sur une 
contamination à L. pneumophila 
 
Deux essais in situ ont été réalisés sur le réseau d’EMN contaminé. Le protocole utilisé a été 
adapté du protocole utilisé pour P. aeruginosa décrit au chapitre III.2. 
 
III.4.1 Préparation de l’inoculum et inoculation du réseau-pilote 
Compte tenu du caractère fastidieux de la culture de L. pneumophila, le milieu R2A n’a pas 
pu être utilisé pour la préparation de l’inoculum. Le milieu de culture classique, BYE 
(Ristroph et al., 1980), a été utilisé. L’inoculum a été préparé à partir de colonies de L. 
pneumophila (souche HW S2-14) issues d’un repiquage sur BCYE (1er repiquage après 
décongélation) et mises en suspension dans 5 mL d’EDS. Cette suspension a été transvasée 
dans un Erlenmeyer contenant 50 mL de milieu BYE puis incubée sous agitation magnétique 
(400 rpm) pendant 24 h à 37±2 °C. Cette culture a ensuite été transvasée dans 1 L de milieu 
neuf. L’incubation s’est poursuivie pendant 12 h. La suspension bactérienne obtenue a alors 
centrifugée à 4500 rpm pendant 10 min, à température ambiante. Le culot bactérien a été 
remis en suspension dans 300 mL d’EDS. L’opération a été renouvelée 3 fois pour éliminer 
au maximum le milieu de culture. La concentration bactérienne a été mesurée par étalement 
de 100 µL d’échantillon (et des dilutions décimales suivantes) sur BCYE+cystéine. Cette 
concentration s’élevait alors à (6,55±0,64)×106 UFC/mL. L’inoculum ainsi préparé a été versé 
dans le ballon du réseau-pilote contenant 400 L d’EMN à 40 °C. L’eau contaminée a ensuite 
été mise en circulation dans l’ensemble du réseau pendant 30 min puis mise à stagner pendant 
48 h afin de favoriser l’adhésion des cellules et, éventuellement, la formation d’un biofilm. 
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III.4.2 Prélèvements et analyses 
Les prélèvements et analyses effectués sont décrits dans la partie III.2.2, exceptés les 
dénombrements de L. pneumophila qui ont été effectués seulement par qPCR : les robinets de 
prélèvement ont été flambés au chalumeau pendant quelques secondes. Après refroidissement 
du robinet, le premier jet a été éliminé puis 1 L d’EMN a été collecté dans un flacon de 
polyéthylène haute densité (ADL Prochilab). Les échantillons d’eau pour les analyses de L. 
pneumophila ont été filtrés sur membranes de polycarbonate stérile (porosité nominale 0,45 
µm, Pall) et ces membranes ont été conservées à -20 °C pendant moins d’une semaine. Les 
quantifications ont été réalisées par qPCR selon le protocole décrit dans la partie III.3.2.2.2. 
Les résultats expriment la concentration moyenne (en log UG/L) sur les onze points de 
prélèvement.  
III.4.3 Traitement de désinfection par choc thermique 
Les chocs de désinfection thermiques ont été effectués selon le protocole décrit paragraphe 
III.2.3.1.
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IV.1 Introduction  
L’objectif du présent travail était d’évaluer l’efficacité de plusieurs protocoles de désinfection 
utilisés en milieu thermal en premier lieu par une technique classique (NF EN 1040) puis sur 
biofilms obtenus selon une méthode innovante de formation en microplaques. La comparaison 
des résultats obtenus par les deux méthodes permettra de vérifier l’intérêt de techniques 
alternatives, correspondant à des essais de phase 2, plus représentatives de la pratique que les 
méthodes sur suspensions. Pour finir, des essais ont été menés sur un réseau « eau thermale », 
en conditions réelles, pour vérifier l’intérêt de l’utilisation des deux méthodes in vitro par 
rapport aux résultats obtenus in situ. La bactérie retenue pour ces essais est P. aeruginosa, qui 
compte parmi les bactéries les plus problématiques au niveau des réseaux d’EMN.  
 
IV.2 Validation de l’activité bactéricide des traitements de 
désinfection sur cellules en suspension 
En premier lieu, l’activité bactéricide de base a été validée pour chaque traitement, afin de 
vérifier les conditions d’utilisation préconisées par les fournisseurs ou, dans le cas du choc 
thermique, par la réglementation du 19 juin 2000, relative à la gestion du risque microbien 
dans les établissements thermaux. Quatre traitements ont été testés : 
• Le choc thermique à 80 °C ; 
• Un choc chloré (hypochlorite de sodium) ; 
• Un traitement par le peroxyde d’hydrogène associé à des ions argents (Sanosil ) ; 
• Un traitement par le polyhexaméthylène biguanide (PHMB). 
 
Les protocoles utilisés ici ont été adaptés de la norme NF EN 1040, qui consiste à faire subir à 
une suspension bactérienne le traitement à tester à des temps de contact déterminés. Pour être 
bactéricide, le traitement doit être efficace sur une suspension de P. aeruginosa et une 
suspension de S. aureus. Ici, l’objectif étant de comparer ces résultats aux résultats obtenus 
sur biofilms de P. aeruginosa (qui colonise plus fréquemment les réseaux d’eau), les essais 
sur S. aureus n’ont pas été effectués.  
 
Chapitre IV. Validation des protocoles utilisés en milieu thermal vis-à-vis de P. aeruginosa 
 132 
IV.2.1 Choc thermique 
Le choc thermique est le moyen privilégié de désinfection des réseaux d’eau. Sa mise en 
œuvre est peu coûteuse, puisqu’il n’engendre pas d’achat de produit biocide onéreux, et ne 
nécessite pas de rinçage au sens strict du terme (simple retour de l’EMN et abaissement de la 
température). Les évaluations de traitements biocides ont démarré par l’évaluation du choc 
thermique du fait de son utilisation très répandue dans les établissements thermaux. Il a donc 
servi de référence pour la suite des essais.  
 
En pratique, un choc thermique est réalisé par le chauffage d’EAP à 80 °C, mise en 
circulation dans le réseau à désinfecter pendant une heure. Ici, l’évaluation du choc thermique 
a été basée sur le protocole décrit par la norme NF EN 1040. Brièvement, une suspension de 
P. aeruginosa souche PAO1 d’environ 107 UFC/mL dans de l’eau physiologique stérile a été 
placée dans un bain-marie à 80 °C. Rappelons qu’une RL supérieure ou égale à 5 log permet 
de qualifier le traitement testé de bactéricide, à la concentration, à la température et aux temps 
de contact testés. Deux temps ont été testés : 5 min et 1 h (5 minutes selon les préconisations 
de la norme NF EN 1040 et 1 h pour ce qui est des recommandations de la réglementation du 
19 juin 2000). Les numérations effectuées par dénombrement sur gélose avant et après choc 
ont permis de mesurer la RL engendrée par le traitement. Les résultats sont présentés dans le 
Tableau IV-1.  
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Tableau IV-1. Réductions logarithmiques (moyennes ±  écarts-types) engendrées par 
traitement thermique sur cellules en suspension de P. aeruginosa PAO1 (n=2). 
Nombre initial d’UFC dans la suspension testée  
(log UFC/mL) 
RL après 5 min 
(log) 
RL après 1 h 
(log) 
7,31±0,18 7,31±0,18 7,31±0,18 
 
 
Lors de ces essais, aucune bactérie cultivable résiduelle n’a été détectée après le traitement 
thermique. La RL est donc maximale (7,31±0,18 log) et le traitement est considéré comme 
bactéricide sur cellules planctoniques, quelle que soit sa durée (5 min ou 1 h).  
 
IV.2.2 Traitement biocide par le Chlore 
La méthode d’évaluation du traitement chimique par le chlore a été basée sur le protocole de la 
norme NF EN 1040. Une suspension de P. aeruginosa souche PAO1 d’environ 107 UFC/mL 
a été mise en contact avec des solutions chlorées de 0,1, 1, 10 et 50 ppm, pendant 5 min ou 1 
h. L’étape de neutralisation a permis les dénombrements bactériens avant et après choc et le 
calcul des RL engendrées par les traitements. Les valeurs observées pour chaque couple 
concentration/temps de contact sont présentées dans la Figure IV-1. 
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Figure IV-1. Réductions logarithmiques (moyennes ±  écarts-types) engendrées par le 
chlore sur cellules planctoniques de P. aeruginosa PAO1 (n=2).  
Blanc, temps de contact de 5 min. Noir, temps de contact de 1 h. 
 
Lorsque le produit est utilisé à la concentration de 0,1 ppm, les dénombrements sont 
identiques avant et après traitement. Cette concentration est donc inactive sur cellules 
planctoniques de P. aeruginosa, quel que soit le temps de contact testé. Elle n’a pas été 
retenue pour la suite des essais. 
 
À 1 ppm, on note un effet progressif sur cellules de P. aeruginosa. L’effet de la molécule 
n’est pas immédiat : après 5 min, la RL est toujours indétectable. Après 1 h de contact, la RL 
moyenne est de 3,85±0,14 log et n’atteint toujours pas le seuil critique des 5 log. Ce 
traitement n’est pas considéré comme bactéricide.  
 
Les résultats montrent que seules des concentrations supérieures ou égales à 10 ppm de chlore 
permettent une élimination convenable de P. aeruginosa. À 10 ppm, on observe un effet 
dépendant du temps : la RL obtenue après 5 min de traitement est supérieure à 5 log, mais 
quelques cellules cultivables persistent (réduction de 6,16±1,44 log, n=2), alors qu’après 1 h, 
aucune cellule n’est détectée dans la suspension et la désinfection est maximale (RL > 7 log). 
Le traitement de 50 ppm en revanche est efficace dès 5 min de traitement puisque aucune 
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UFC n’est détectée (RL > 7 log).  
 
IV.2.3 Traitement biocide par le Sanosil   
La méthode d’évaluation d’un choc chimique par le Sanosil  a été effectuée de la même 
manière que pour le chlore, en suivant le protocole décrit par la norme NF EN 1040. Les 
concentrations choisies étaient de 50, 500 et 1000 ppm d’H2O2 pour des temps de contact de 5 
min et 1 h. Les résultats sont présentés dans la Figure IV-2.  
 
 
Figure IV-2. Réductions logarithmiques (moyennes ±  écarts-types) engendrées par le 
Sanosil  (en ppm d’H2O2) sur cellules planctoniques de PAO1 (n=2).  
Blanc, temps de contact 5 min. Noir, temps de contact 1 h. 
 
La concentration de 50 ppm est inactive sur les cellules planctoniques de P. aeruginosa, quel 
que soit le temps de contact testé. Elle n’a donc pas été retenue pour la suite des essais.  
 
À 500 ppm, l’effet est dépendant du temps puisque après 5 min de traitement, aucun effet 
significatif du traitement n’est détecté (RL=0,23±0,61 log). La RL observée après 1 h de 
contact est de 4,04±0,38 log pour une concentration de 500 ppm. Un traitement de 1 h ne 
permet pas de dépasser le seuil critique des 5 log. Cette concentration n’est donc pas 
considérée comme bactéricide aux temps de contact testés.  
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Les résultats montrent que seule une concentration de 1000 ppm en H2O2 permet une 
élimination significative de P. aeruginosa souche PAO1. L’effet du produit est également 
dépendant du temps : la RL est de seulement 3,22±1,00 log après 5 min de traitement alors 
qu’elle est maximale (6,67±0,06 log) après 1 h. Un temps de contact de 1 h est donc 
nécessaire pour ne plus détecter de bactérie viable dans la suspension.  
 
IV.2.4 Traitement biocide par le Poly-HexaMéthylène Biguanide 
L’évaluation du PHMB a été effectuée en suivant le protocole décrit par la norme NF EN 
1040. Les concentrations testées sont de 25, 35 et 250 ppm, pour deux temps de contact : 5 
min et 1 h. Les résultats sont présentés dans la Figure IV-3.  
 
 
Figure IV-3. Réductions logarithmiques (moyennes ±  écarts-types) engendrées par le 
PHMB sur PAO1 en suspension (n=3). Blanc, temps de contact 5 min. Noir, temps de 
contact 1 h.  
 
Tous les couples concentrations / temps de contact testés ici induisent une réduction des 
cellules planctoniques de P. aeruginosa.  
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À une concentration de 25 ppm, le PHMB a un effet dépendant du temps : après 5 min de 
traitement, la RL est de 3,48±0,03 log et de 4,68±0,84 log à 1 h. Le seuil des 5 log n’étant pas 
atteint, cette concentration n’est pas considérée comme bactéricide.  
 
À 35 ppm, les RL observées aux 2 temps de contact sont supérieures à 5 log : 6,34±1,18 log à 
5 min et 6,33±1,20 log à 1 h. Il est intéressant de noter que l’effet du PHMB à cette 
concentration ne semble pas dépendant du temps, donc que la molécule a un effet rapide sur 
les cellules. Même si les RL sont toujours supérieures à 5 log, on remarque une forte 
variabilité entre les essais et la persistance de cellules viables après traitement.  
 
Le PHMB appliqué à une concentration de 250 ppm permet de ne détecter aucune bactérie 
dans la suspension après traitement : les RL engendrées sont supérieures ou égales à 7 log 
pour les deux temps de contact testés, ce qui correspond à un effet bactéricide maximum. On 
constate également que l’effet du traitement est immédiat puisque aucune bactérie n’est 
détectée après 5 min.  
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IV.3 Validation in vitro des protocoles de désinfection 
utilisés en milieu thermal sur biofilms  
de P. aeruginosa  
Le Laboratoire de Microbiologie Industrielle dispose d’une méthode d’obtention de biofilms 
de P. aeruginosa en microplaque. Cette méthode, utilisant un milieu de culture appauvri en 
nutriments (MBB) permet la croissance des bactéries adhérées entraînant la formation de 
microcolonies et non une croissance planctonique suivie d’un dépôt. Ainsi ce protocole 
permet, même s’il est réalisé in vitro, de se rapprocher des conditions de formation d’un 
biofilm environnemental. Qui plus est, le modèle microplaque permet de cribler rapidement 
plusieurs conditions de traitement et notamment de concentrations d’utilisation.  
 
De manière générale, les temps de contact de 5 min n’ayant généré que peu ou pas de 
diminution des populations planctoniques, ils ont été abandonnés pour les validations sur 
biofilms. Lors de ces essais, des biofilms monoespèce de P. aeruginosa souche PAO1 de 48 h 
ont été formés (Figure IV-4) puis exposés à divers traitements. Les techniques de désinfection 
testées et validées sur bactéries en suspension ont donc été réévaluées sur biofilms. 
 
 
Figure IV-4. Biofilm de P. aeruginosa PAO1 après 48 h d'incubation, observé au 
microscope inversé (×400) après coloration au cristal violet. 
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IV.3.1 Choc thermique 
L’efficacité du choc thermique a été mesurée en plaçant les microplaques contenant des 
biofilms de P. aeruginosa PAO1 au bain-marie à 80 °C pendant 1 h. Lors de ces essais, les 
puits non traités contenaient 6,26±0,58 log UFC/puits. Les bactéries restant après le choc ont 
été dénombrées sur gélose. Les résultats sont indiqués dans le Tableau IV-2. 
 
Tableau IV-2. Réduction logarithmique (moyenne ±  écart-type) engendrée par un choc 
thermique (80 °C, 1 h) sur biofilms de P. aeruginosa PAO1 (n=4) 
Nombre initial d’UFC dans les puits  
(log UFC/puits) 
RL après 1 h 
(log) 
6,26±0,58 6,26±0,58 
 
 
Quel que soit l’essai, aucune bactérie cultivable n’a été détectée dans les puits traités par choc 
thermique. La RL est donc maximale (> 6 log). Tout comme sur cellules planctoniques, ce 
traitement est considéré comme bactéricide sur biofilms de P. aeruginosa.  
 
IV.3.2 Traitement par le chlore 
Pour évaluer l’efficacité du chlore sur biofilms de P. aeruginosa souche PAO1, des biofilms 
de 48 h (7,66±0,05 log UFC/puits) ont été mis en contact avec des solutions chlorées pendant 
1 h. Les concentrations choisies sont celles déjà validées sur cellules planctoniques, à savoir 
1, 10 et 50 ppm. Après rinçage, les bactéries viables résiduelles après le traitement ont été 
récupérées par grattage des puits. Les dénombrements sur gélose ont permis, par comparaison 
avec les puits non traités, de calculer les RL engendrées par les traitements. Ces résultats sont 
donnés dans la Figure IV-5.  
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Figure IV-5. Réductions logarithmiques (moyennes ±  écarts-types) engendrées par des 
traitements chlorés sur biofilms de P. aeruginosa PAO1 (n=3) 
 
Après 1 h de traitement par le chlore à 1 ppm, on ne note pas d’effet significatif sur biofilms 
de P. aeruginosa : la RL observée est de 0,20±0,17 log. À la concentration de 10 ppm, la RL 
engendrée est de 1,94±1,46 log. L’écart-type observé pour ces essais montre qu’à cette 
concentration l’effet sur le biofilm est peu reproductible. À 50 ppm, on observe une activité 
plus reproductible sur le biofilm, mais la réduction logarithmique engendrée est seulement de 
2,27±0,38 log.  
 
Dans tous les cas, le seuil critique de 5 log n’étant jamais atteint, aucun traitement testé n’est 
considéré comme bactéricide sur biofilms de P. aeruginosa. Ces résultats contrastent 
nettement avec les résultats obtenus sur cellules planctoniques qui démontraient une activité 
bactéricide des concentrations 10 et 50 ppm après une heure de contact (RL > 7 log). 
 
IV.3.3 Traitement par le Sanosil   
Pour évaluer l’efficacité du Sanosil , des biofilms (7,66±0,05 log UFC / puits) ont été mis 
en contact avec des solutions à 500 et 1000 ppm d’H2O2, pendant 1 h. Ces concentrations 
correspondent aux concentrations actives sur cellules planctoniques, même si 500 ppm en 
H2O2 pendant 1 h ne permettaient pas d’atteindre une RL de 5 log. 
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Après rinçage, les bactéries viables ayant résisté aux traitements ont été récupérées par 
grattage des puits et dénombrées sur gélose. La comparaison avec les puits non traités a 
permis d’évaluer les RL engendrées par les traitements (voir Figure IV-6). 
 
 
Figure IV-6. Réductions logarithmiques (moyennes ±  écarts-types) engendrées par le 
Sanosil  (en ppm d’H2O2) sur biofilms de P. aeruginosa souche PAO1 (n=2). 
 
Après 1 h de traitement par le Sanosil  à 500 ppm, on note une réduction logarithmique 
significative sur biofilms de P. aeruginosa, la RL observée étant de 3,39±0,16 log. Il est 
intéressant de noter qu’à cette concentration, les RL sur cellules planctoniques et biofilms 
sont proches : 4,04±0,38 log sur cellules planctoniques, contre 3,39±0,16 log sur biofilm. La 
perte d’activité liée à la présence d’un biofilm est faible à cette concentration.  
 
À la concentration de 1000 ppm, l’effet du Sanosil  est légèrement augmenté, puisque la RL 
engendrée est de 3,72±0,12 log. On notera cependant qu’il n’y a pas de différence 
significative entre les valeurs observées à 500 et 100 ppm (p > 0,01) par opposition aux 
résultats obtenus sur cellules planctoniques. Ce résultat pourrait indiquer que le Sanosil  n’a 
d’activité bactéricide que sur certaines populations du biofilm de P. aeruginosa et que 
l’augmentation de concentration ne permet pas de meilleurs résultats. 
 
Même à la plus forte concentration testée, il reste plus de 4 log UFC dans les puits après 
traitement. Le seuil critique de 5 log UFC éliminés par les désinfections n’étant pas atteint, 
ces traitements ne sont pas considérés comme bactéricides sur biofilms de P. aeruginosa.  
Chapitre IV. Validation des protocoles utilisés en milieu thermal vis-à-vis de P. aeruginosa 
 142 
 
IV.3.4 Traitement biocide par le PHMB 
Pour évaluer l’efficacité du PHMB sur biofilms de P. aeruginosa souche PAO1, des biofilms 
(6,85±0,94 log UFC / puits) ont été mis en contact avec des solutions de PHMB à 25, 35 ou 
250 ppm (concentrations ayant un effet sur cellules planctoniques) pendant 1 h. Après 
rinçage, les bactéries restantes après le traitement ont été récupérées par grattage des puits. 
Les dénombrements sur gélose ont permis, par comparaison avec les puits non traités, de 
calculer la RL engendrée par les traitements. Les résultats sont indiqués dans la Figure IV-7. 
 
 
Figure IV-7. Réductions logarithmiques (moyennes ±  écarts-types) engendrées par le 
PHMB sur biofilms de P. aeruginosa PAO1 (n=4). 
 
Après 1 h de traitement par le PHMB à 25 ppm ou 35 ppm, on note des RL non significatives 
de 0,32±0,12 et 0,38±0,23 log respectivement : ces concentrations de PHMB sont inactives 
sur les cellules du biofilm. Un effet plus important est observé lorsque le PHMB est utilisé à 
une concentration de 250 ppm : la réduction logarithmique est alors de 1,73±0,68 log UFC.  
De manière générale, le PHMB ne peut être considéré comme bactéricide aux concentrations 
testées sur biofilms de P. aeruginosa (RL < 5 log), et ce malgré leurs validations par la 
méthode NF EN 1040.  
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L’ensemble des essais menés in vitro sur la souche PAO1 a révélé des propriétés 
bactéricides variables des traitements selon l’état des bactéries testées (planctoniques ou 
en biofilm).  
 
Comme attendu, le choc thermique a abouti à de bons résultats, quel que soit le temps 
de contact, tant sur cellules planctoniques qu’en biofilms. Cette méthode a donc été 
sélectionnée en priorité pour les essais sur réseau d’EMN. 
 
A contrario, les traitements chimiques ayant montré une bonne efficacité sur cellules 
planctoniques se sont avérés nettement affectés lorsque les bactéries sont sous forme 
biofilm. Cette diminution d’activité est particulièrement visible pour les traitements 
chlorés et par le PHMB qui atteignent au maximum une RL de 2 log sur biofilms. La 
diminution d’activité est plus nuancée dans le cas du Sanosil , particulièrement à la 
concentration de 500 ppm pour laquelle les RL sont proches sur cellules planctoniques 
et sur biofilm (environ 3,5 log). Cependant, l’augmentation de la concentration en 
Sanosil   ne permet pas d’améliorer l’activité bactéricide sur biofilm, ce qui pourrait 
signifier que ce traitement aurait une activité limitée à une fraction de la population à 
l’intérieur du biofilm.  
 
Ces essais démontrent l’importance de la mise en place de méthodes alternatives pour la 
détermination de l’activité bactéricide des traitements utilisés pour la désinfection des 
réseaux d’eau minérale naturelle. La méthode in vitro utilisée ici permet de mesurer 
l’impact de la forme biofilm sur l’évaluation des traitements. Dans le but de vérifier si 
cette technique est un bon préambule à l’utilisation de traitements sur un véritable 
réseau, des essais in situ ont été réalisés sur un réseau-pilote alimenté en EMN. Ces 
essais font l’objet du paragraphe IV.4. 
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IV.4 Validation des traitements de désinfection sur réseau-
pilote contaminé par P. aeruginosa 
Les essais effectués in vitro ont été étendus à des essais sur réseau-pilote alimenté en EMN, 
lequel permet de s’approcher des conditions de traitement dans un réseau d’établissement 
thermal. Compte tenu du temps imparti pour la réalisation des tests, seuls un traitement 
thermique et un traitement par PHMB ont pu être testés. Ces résultats sont aussi décrits dans 
un article paru dans la « Presse Thermale et Climatique » (Annexe 6). La souche choisie pour 
ces essais est un isolat environnemental, issu d’un réseau d’EAP, plus adapté au milieu 
aquatique que la souche PAO1.  
 
IV.4.1 Évolution naturelle de la flore du réseau-pilote 
Avant réalisation des traitements de désinfection, des essais préliminaires ont été effectués 
afin de maîtriser les paramètres pouvant influer sur les résultats des essais de désinfection.  
L’évolution naturelle de la flore au sein du réseau a d’abord été déterminée pour vérifier si 
des proliférations anormales de la flore endogène ou de micro-organismes témoins de 
contamination fécale ou potentiellement pathogènes (coliformes, entérocoques, P. 
aeruginosa, L. pneumophila) pouvait en altérer les résultats.  
 
Le réseau-pilote a préalablement été désinfecté par choc thermique à 80±5 °C pendant 15 h 
(EAP). Il a ensuite été mis en eau (EMN de Dax) et utilisé en circuit ouvert 1 h par jour pour 
mimer l'utilisation d'un réseau d’établissement thermal. La colonisation du réseau a été suivie 
par des analyses microbiologiques menées pendant 4 semaines. Aucun coliforme (dans 250 
mL), entérocoque (dans 250 mL), spore de bactérie anaérobie sulfito-réductrice (dans 100 
mL), P. aeruginosa (dans 250 mL) ou L. pneumophila (dans 1 L) n’a été détecté pendant cette 
période.  
 
La Figure IV-8 présente les concentrations moyennes en FT 37 et FT 22 aux différents points 
de prélèvement du réseau, obtenues sur 5 temps de prélèvements différents. Le graphique fait 
apparaître des variations des concentrations bactériennes en fonction du point de 
prélèvement : la FT 37 varie de 1,91±1,24 log UFC/mL (point 4) à 2,80±0,50 log UFC/mL 
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(point 9) et la FT 22 varie de 0,10±0,21 log UFC/mL (point 4) à 1,99±0,74 log UFC/mL 
(point 6). Plus particulièrement, il semble que les points 1 à 4 soient moins contaminés que les 
points 4 à 11. Toutefois, ces variations ne sont pas significatives. On peut donc considérer que 
les paramètres microbiologiques sont stables dans l’ensemble du réseau.  
 
 
Figure IV-8. Concentrations moyennes et écarts-types (log UFC/mL) en flores 
revivifiables à 37 °C (gris clair) et 22 °C (gris foncé) aux différents points de 
prélèvement du réseau (n=5). 
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La Figure IV-9 montre les variations des flores revivifiables hétérotrophes dans la totalité du 
réseau au cours du temps (moyennes et écarts-types effectués sur les 11 points de 
prélèvements). Ces concentrations varient, mais les écarts-types montrent que ces variations 
ne sont pas significatives au cours du temps.  
 
 
Figure IV-9. Concentrations moyennes et écarts-types (log UFC/mL) en FT 37 (trait 
plein) et FT 22 (trait pointillé) dans le réseau au cours du temps (n=11). 
 
Compte tenu de ces résultats, on peut considérer que les paramètres microbiologiques sont 
stables dans l’ensemble du réseau sur une période de 4 semaines. Les essais ont donc pu être 
réalisés durant ce laps de temps, après préparation du réseau-pilote par un choc thermique à 
80±5 °C pendant 15 h, suivi d’une circulation quotidienne d’EMN d’une heure en circuit 
ouvert.  
 
Avant chaque essai, l’efficacité de la décontamination a été validée par analyses 
microbiologiques de l’eau (flore hétérotrophe revivifiable, coliformes, entérocoques, spores 
de bactéries anaérobies sulfito-réductrices, P. aeruginosa et L. pneumophila).  
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IV.4.2 Traitement par choc thermique 
Les essais in vitro ont démontré que le traitement thermique était le plus efficace des 
traitements testés contre une population de P. aeruginosa en suspension ou adhérée. Pour 
vérifier l’efficacité de ce traitement in situ, le réseau-pilote a été artificiellement contaminé 
par un isolat environnemental de P. aeruginosa. Après stabilisation de cette contamination, un 
traitement thermique à 80 °C a été appliqué par chauffage d’EAP mise en circulation pendant 
1 h 30 dans tout le réseau (circuit fermé). Le suivi de la contamination a été réalisé au cours 
du temps au niveau des 11 points de prélèvement, par mesures des flores revivifiables à 37 et 
22 °C (dans 1 mL d’EMN respectivement) ainsi que de P. aeruginosa (dans 250 mL d’EMN) 
selon les méthodes standard. Il est à noter qu’aucune contamination par des coliformes, des 
entérocoques ou des spores de bactéries anaérobies sulfito-réductrices ou Legionella n’a été 
détectée. Le pH, la température, la pression et les concentrations ioniques de l’EMN n’ont pas 
varié anormalement au cours de l’essai.  
 
Des prélèvements de l’eau ont été effectués au jour 0 (48 h après la contamination et juste 
avant le traitement thermique), au jour 1 et au jour 7. La Figure IV-10 indique les résultats en 
termes de concentrations moyennes en FT 22, FT 37 et P. aeruginosa aux 11 points de 
prélèvements et au cours du temps.  
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Figure IV-10. Concentrations en flores revivifiables (FT 22, gris foncé, FT 37, gris) en 
log UFC/mL et concentrations en P. aeruginosa (gris clair) en log UFC/ 250mL dans 
l’EMN en circulation, avant et après désinfection par choc thermique à 80 °C (n=11). La 
flèche indique le choc thermique. Les astérisques indiquent des valeurs de p<0,01. À J7, 
4 points présentaient des contaminations par P. aeruginosa.  
 
Le graphique montre que la FT 22 est affectée par le choc thermique. La concentration passe 
en effet de 2,11±0,35 log UFC/mL à 0,30±0,42 log UFC/mL (p<0,01). On observe une 
augmentation après 7 jours (1,29±0,25 log UFC/mL, p<0,01 par rapport à J1), mais le niveau 
initial n’est pas atteint 7 jours après le traitement.  
 
On peut noter que la concentration en FT 37 est aussi affectée par le traitement puisqu’elle 
passe de 2,11±0,44 log UFC/mL avant traitement, à 0,70±1,00 log UFC/mL (p<0,01). 
Toutefois, contrairement à la FT 22, le niveau initial est rétabli après 7 jours (2,21±0,31 log 
UFC/mL, p>0,01 par rapport à J0). 
 
En ce qui concerne P. aeruginosa, le protocole d’inoculation a permis une contamination 
uniforme du réseau, détectable à tous les points de prélèvement (3,17±0,78 log UFC/250 mL, 
voir Figure IV-10). Immédiatement après désinfection, les concentrations de P. aeruginosa 
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étaient inférieures au seuil de détection sur l’ensemble du réseau (<1 UFC/250 mL). 
Toutefois, une semaine après l’épisode de désinfection, la bactérie était à nouveau détectée au 
niveau de 4 points de prélèvement (points 5 à 8) qui présentaient des concentrations 
supérieures à 150 UFC/250 mL (Figure IV-10). 
 
Ces essais révèlent que le choc thermique n’a pas une efficacité optimale en réseau : même si 
immédiatement après la désinfection, aucune bactérie cultivable n’a été détectée (comme lors 
des essais in vitro sur biofilms), les analyses font état d’une rapide recontamination (7 jours 
après le choc).  
 
IV.4.3 Désinfection par le PHMB 
Les tests menés in vitro sur la bactérie P. aeruginosa ont permis de vérifier que le PHMB était 
bactéricide à 35 et 250 ppm après 1 h de traitement sur cellules planctoniques. Sur biofilms, 
nous avons noté une perte de sensibilité significative. Toutefois, le fabricant revendiquant une 
efficacité à partir de 20 ppm pour des temps de contact supérieurs à 1 h, un traitement à 25 
ppm pendant 1 h 15 a été appliqué.  
 
De la même manière que pour l’essai traitement thermique, le réseau-pilote a été inoculé par 
P. aeruginosa, puis la désinfection par le PHMB a été appliquée (dilué dans de l’EAP). Après 
désinfection, le réseau a été rincé par de l’EMN (15 min, circuit ouvert), puis de l’EMN neuve 
a été mise en circulation quotidiennement. Le suivi de la contamination a été réalisé au cours 
du temps au niveau des 11 points de prélèvement, par mesures des flores revivifiables à 37 et 
22 °C (dans 1 mL d’EMN respectivement), ainsi que de P. aeruginosa (dans 250 mL d’EMN) 
selon les méthodes standard. Aucune contamination par coliformes, entérocoques ou spores 
de bactéries anaérobies sulfito-réductrices et Legionella n’a été détectée. Le pH, la 
température, la pression et les concentrations ioniques de l’EMN n’ont pas varié 
anormalement au cours de l’essai. 
 
La Figure IV-11 indique les résultats obtenus au cours du temps, 48 h après contamination 
(J0), puis après désinfection (J3 et J4).  
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Figure IV-11. Concentrations en flores revivifiables (FT 22, gris foncé, FT 37, gris) en 
log UFC/mL et concentrations en P. aeruginosa (gris clair) en log UFC/ 250 mL dans 
l’EMN en circulation dans le réseau, avant et après désinfection par PHMB (25 ppm, 
n=11). La flèche représente le traitement de désinfection. Les astérisques indiquent des 
valeurs de p<0,01. À J4, P. aeruginosa est détecté au niveau de 3 points de prélèvements. 
   
L’effet du traitement est visible à 3 jours sur les FT 37 et FT 22, dont les concentrations sont 
passées respectivement de 3,02±0,11 log UFC/mL et 2,29±0,13 log UFC/mL à J0, à des seuils 
détectables mais non quantifiables à J3 (p<0,01). Quatre jours après le traitement, la FT 37 
n’était toujours pas revenue à sa concentration initiale (1,16±0,47 log UFC/mL, p<0,01) et la 
FT 22 était toujours inférieure au seuil de détection. 
 
Après inoculation du réseau, la concentration moyenne en P. aeruginosa aux 11 points de 
prélèvements s’élevait à 1,70±0,43 log UFC/250 mL. Trois jours après désinfection, aucune 
cellule de P. aeruginosa n’était détectée dans le réseau. Cependant, à J4, des concentrations 
dépassant les taux acceptables ont été constatées au niveau de trois points de prélèvements 
(points 7 à 9). 
 
Comme attendu, les résultats in situ montrent que le PHMB ne permet pas d’éliminer une 
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contamination par P. aeruginosa. Les essais effectués en microplaques avaient déjà démontré 
que le PHMB (à 25 ppm) ne permettait pas d’éliminer la totalité des cellules cultivables d’un 
biofilm de P. aeruginosa (souche PAO1).  
 
Alors que le traitement thermique avait été caractérisé de bactéricide tant sur cellules 
planctoniques qu’en biofilm, l’essai mené in situ fait apparaître que 7 jours après la 
désinfection, P. aeruginosa est à nouveau détecté en 4 points du réseau. Dans le cas du 
traitement par PHMB, le même phénomène est observé, à savoir la recontamination du 
réseau 4 jours après désinfection, alors que les premières analyses de l’EMN étaient 
conformes.  
 
Plusieurs hypothèses peuvent être émises quant à ces recontaminations et seront 
discutées dans le prochain paragraphe : 
- La présence de P. aeruginosa non détectée dans l’EMN ou l’EAP alimentant le réseau ; 
- Une mauvaise efficacité du traitement lié à la présence de zones de faibles débits, ou 
zones mortes ; 
- La présence d’un biofilm ayant résisté aux traitements et qui aurait ultérieurement 
libéré de nouvelles cellules dans l’EMN en circulation. Dans les réseaux d’eau, des 
dépôts d’oxydation ou de tartre peuvent diminuer le transfert de chaleur et permettre la 
résistance des bactéries. D’autre part, des cellules fixées subissant un stress peuvent 
également former des VBNC (cellules viables et non cultivables) et être à l’origine de la 
recolonisation de l’EMN. 
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IV.5 Discussion 
IV.5.1 Modèle de formation de biofilm à P. aeruginosa en microplaque 
La diminution de l’activité de traitements désinfectants sur des biofilms bactériens est un 
phénomène bien décrit et observé dans de nombreuses études. Les méthodes actuelles 
d’évaluation des biocides, notamment les méthodes standard comme la norme NF EN 1040, 
ne prennent pas en compte la formation de biofilms, ce qui n’est pas sans conséquence pour la 
désinfection des réseaux d’eaux. En effet, les bactéries potentiellement pathogènes et 
colonisatrices de ces réseaux ont souvent la capacité de former des biofilms. C’est le cas de la 
bactérie P. aeruginosa qui a été choisie comme modèle dans cette étude.  
 
Pour compléter les normes de phase 1 existantes (notamment la norme NF EN 1040), une 
technique in vitro de formation de biofilm a été utilisée. Cette méthode, développée au 
Laboratoire de Microbiologie Industrielle, s’inspire d’autres modèles déjà décrits dans la 
littérature (Pitts et al., 2003; Sandberg et al., 2008). Entre autres, le biofilm est formé en 
microplaque pour permettre le criblage simultané de plusieurs composés antibactériens. 
Toutefois, dans cette étude, plusieurs paramètres ont été sélectionnés afin d’améliorer les 
conditions de formation du biofilm et faciliter l’étude de la bactéricidie des traitements 
biocides, notamment les conditions de croissance (inoculum, milieu de culture) et la méthode 
de quantification.  
 
IV.5.1.1 Conditions de croissance du biofilms à P. aeruginosa en 
microplaques 
La plupart des modèles de formations de biofilms à P. aeruginosa utilisent des milieux de 
culture riches (de type Tryptone Soja Bouillon) (Pitts et al., 2003; Alt et al., 2004). Dans 
cette étude, le milieu de culture utilisé (MBB) est appauvri en nutriments et régulièrement 
renouvelé, ce qui favorise la croissance des bactéries dans le biofilm tout en limitant la 
croissance des bactéries planctoniques (Khalilzadeh et al., 2010). Les puits des microplaques 
sont également inoculés avec une faible quantité de bactéries (≈100 UFC par puits) et 
aboutissent à la formation de biofilms d’environ 7 log UFC/puits. Ces conditions permettent 
l’application des traitements de désinfection sur des cellules physiologiquement adaptées au 
mode de croissance adhéré et non pas sur des cellules planctoniques libres qui se seraient 
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ultérieurement déposées.  
 
IV.5.1.2 Techniques de quantification des bactéries du biofilm 
Les biofilms en microplaque peuvent être suivis par différents modes de quantification. La 
plupart des auteurs utilisent des méthodes indirectes pour des besoins de criblage rapide. Ces 
techniques permettent de quantifier le « biofilm total » (c’est-à-dire les bactéries mortes, 
vivantes et la matrice), les bactéries viables seules ou encore la matrice seule (non abordé 
ici) : 
• Parmi les méthodes de quantification du « biofilm total », on peut citer la méthode du 
Cristal Violet (CV) dans laquelle le colorant est fixé sur le biofilm total puis solubilisé (par 
de l’éthanol par exemple). La DO de cette solution est proportionnelle à la quantité de 
biofilm total (cellules mortes, vivantes et matrice) dans le puits. Le Syto 9 , marqueur des 
acides nucléiques permet également la quantification du biofilm total puisqu’il marque les 
bactéries vivantes, mortes et l’ADN extracellulaire de la matrice. La fluorescence d’un 
puits de microplaque peut donc être mesurée et corrélée à la quantité de biofilm total. Ces 
marqueurs ne distinguant pas les bactéries mortes des vivantes (Peeters et al., 2008), ils ne 
peuvent cependant pas être utilisés dans le but de mesurer l’efficacité de traitements 
désinfectants. Ce problème a notamment été identifié par Pitts et al. (2003). Dans cette 
étude, les auteurs ont comparé le marquage CV à la quantification des UFC sur gélose sur 
des biofilms de 24 h de P. aeruginosa (PAO1) formés en milieu TSB, exposés à des choc 
chlorés (de 1 à 1000 ppm) pendant 1 h. Les auteurs ont constaté que le CV ne permettait 
pas de différencier l’efficacité des différents traitements chlorés sur biofilms de P. 
aeruginosa : la réduction du marquage est la même pour tous les traitements.  
 
• Les marqueurs de viabilité sont des substrats qui présentent un intérêt pour évaluer 
l’efficacité d’un désinfectant puisqu’ils deviennent fluorescents lorsqu’ils sont métabolisés 
par les bactéries viables uniquement. On peut citer notamment le CTC (chlorure de 5-
cyano-2,3-ditolyl tétrazolium), le XTT (hydroxyde de 2,3-bis (2-méthoxy-4-nitro-5-
sulfophényl)-5-[(phénylamino)carbonyl]-2H-tétrazolium), la résazurine ou la FDA 
(diacétate de fluorescéine). La fluorescence libérée est théoriquement proportionnelle au 
nombre de cellules viables, seules capables de métaboliser ces marqueurs. Peeters et al. 
(2008) ont comparé les signaux obtenus après marquage par la résazurine, XTT et la FDA 
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de suspensions de P. aeruginosa, Burkholderia cenocepacia, S. aureus et 
Propionibacterium acnes. Leurs résultats indiquent que les limites basses de quantification 
pour les marqueurs fluorescents varient entre 105 et 106 UFC/puits. Les biofilms formés 
dans les conditions de la présente étude étant constitués d’environ 107 UFC/puits, ces 
techniques ne permettraient de détecter, dans le cas de notre étude, que des RL de 1 ou 2 
log.  
Ainsi, les variations de quantité de cellules dans le biofilm peuvent parfois être mal 
perçues. Ce problème est à nouveau illustré par les résultats obtenus par Pitts et al. (2003), 
qui ont comparé la quantification sur gélose de cellules de biofilms de P. aeruginosa 
(PAO1) de 24 h formés en milieu TSB et exposés à des chocs chlorés (de 1 à 1000 ppm). 
Bien que les auteurs considèrent la méthode CTC efficace pour discriminer l’efficacité de 
différentes concentrations en chlore (de 1 à 1000 ppm), on peut constater qu’à faible 
concentration (1 ppm), les résultats montrent une très forte variabilité (réduction du 
pourcentage de marquage variant de 20 à 60 % selon les essais). Or les résultats obtenus 
par les auteurs par quantification sur gélose indiquent sans ambiguïté que cette 
concentration n’est pas efficace (RL ≈ 0 pour tous les essais). Les résultats obtenus au 
cours de ces travaux de thèse aboutissent à des résultats similaires (voir Figure IV-5) : un 
choc chloré de 1 h à 1 ppm permet d’observer une RL proche de 0. 
 
Pour conclure, les méthodes de quantification des bactéries du biofilm par culture sur boîtes 
sont souvent remises en cause étant donné qu’elles ne prennent en compte qu’une partie des 
bactéries constituant le biofilm et ne permettent pas la quantification des bactéries en état de 
dormance, ou sous forme VBNC. Toutefois, l’objectif de cette étude était de mesurer la 
bactéricidie et donc de comparer le nombre de bactéries potentiellement infectieuses (dont les 
bactéries cultivables) avant et après traitement. La méthode de quantification par culture a une 
meilleure sensibilité et permet donc de détecter des variations faibles (traitement peu efficace) 
et des différences d’efficacité entre traitements (variation du temps de contact ou de 
concentration, voir Figure IV-5, Figure IV-6, Figure IV-7). Les résultats de désinfection par 
des traitements chlorés, obtenus par Pitts et al. (2003) sur biofilms de P. aeruginosa exposés 
au chlore et quantifiés par culture sur gélose sont, en outre, similaires à ceux obtenus dans 
cette étude pour des concentrations de 1 et 10 ppm : à 1 ppm, aucune réduction du nombre de 
bactéries du biofilm n’a été observée, alors qu’à 10 ppm, la réduction peut atteindre 2 log 
mais varie en fonction des essais. L’ensemble de ces résultats indiquent une bonne 
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reproductibilité de la méthode d’évaluation de la bactéricidie sur biofilms de P. aeruginosa 
par numération des UFC, et une meilleure sensibilité de cette méthode par rapport aux 
objectifs fixés. 
 
IV.5.2 Évaluation des traitements biocides 
De manière générale, la méthode de mesure de l’activité bactéricide selon la norme NF EN 
1040 a démontré que les traitements chimiques étaient efficaces aux concentrations 
préconisées par les fabricants pour des temps de contact de 1 heure. Toutefois, il apparaît 
clairement que ces mêmes traitements ne sont plus efficaces dès lors que P. aeruginosa forme 
un biofilm. Cette diminution d’activité est particulièrement visible pour les traitements par le 
chlore et par le PHMB.  
 
IV.5.2.1 Hypochlorite de sodium 
L’hypochlorite de sodium (NaClO) a été utilisé dans cette étude pour la réalisation des 
traitements chlorés, étant le désinfectant chimique le plus répandu (désinfection des eaux 
potables, de piscines, industries agro-alimentaires, établissements hospitaliers, désinfection de 
surfaces, etc.) particulièrement dans le domaine de l’eau. Des solutions diluées 
d’hypochlorites sont également utilisées pour l’antisepsie, comme la liqueur de Labarraque, 
ou l’eau de Dakin. 
 
En solution, l’hypochlorite de sodium se dissocie selon l’équation suivante : 
NaOCl + H2O   HOCl + Na+ + OH- 
 
L’acide hypochloreux formé (HClO) se dissocie également pour former l’ion hypochlorite 
(ClO-) selon l’équation : 
HOCl  ClO- + H+ 
Cette réaction dépend fortement du pH : à pH = 5, l’ionisation de l’acide hypochloreux 
augmente et devient maximale à pH = 9. Au contraire, aux valeurs de pH < 4, le chlore 
dissous est prédominant :  
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HClO + H+ + Cl-  Cl2 + H2O 
 
L’ensemble HClO, ClO- et Cl2 forme le chlore actif.  
 
Malgré son utilisation répandue, les mécanismes d’action du chlore actif sont encore mal 
compris et plusieurs cibles sont proposées pour expliquer son activité antibactérienne 
(Maillard, 2002) :  
• réaction avec les protéines : l’acide hypochloreux a la capacité d’oxyder les fonctions 
sulfhydryle des protéines pour former des ponts di-sulfures (Knox et al., 1948). Les 
groupements aminés réagissent aussi avec l’acide hypochloreux pour former des 
chloramines (McKenna et al., 1988). Plus récemment, Winter et al. (2008) ont démontré 
que l’acide hypochloreux provoquait un « dépliage » oxydatif des protéines thermolabiles 
conduisant à leur agrégation ; 
• réaction avec les nucléotides : in vitro, l’acide hypochloreux a la capacité de réagir avec les 
groupements –NH (Prutz, 1998) des hétérocycles, ce qui aurait pour conséquence 
l’altération de l’appariement des bases ; 
• réactions avec les lipides : Arnhold et al. (1995) ont démontré que l’acide hypochloreux 
réagissait avec les doubles liaisons des phospholipides insaturés et des acides gras, formant 
des chlorhydrines. 
 
Ainsi, de multiples processus du métabolisme bactérien sont touchés par l’action du chlore 
actif et un processus particulier responsable de la mort cellulaire peut difficilement être 
identifié. La littérature décrit en premier lieu la fuite d’éléments cytosoliques de faibles poids 
moléculaires d’abord (potassium, acides aminés...), puis plus élevés (protéines, acides 
nucléiques), qui traduit l’augmentation de perméabilité membranaire. L’inhibition de 
l’oxydation du glucose a également été démontrée et serait la conséquence de l’inactivation 
d’enzymes sulfhydryles (Samrakandi, 1996).  
 
Dans cette étude, une perte de sensibilité importante des bactéries sous forme de biofilm a été 
notée vis-à-vis du chlore. Par exemple, pour un traitement d’une heure à 50 ppm (plus forte 
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concentration testée), la RL est supérieure à 7 log sur cellules planctoniques alors qu’elle est 
de 2,27±0,28 log sur biofilm. Ces résultats peuvent être expliqués par plusieurs phénomènes :  
 
• Comme la majorité des biocides, le chlore peut pénétrer à l’intérieur du biofilm via les 
canaux aqueux, mais pas à l’intérieur des microcolonies, ce qui limite son efficacité (Mah 
et al., 2001; Pitts et al., 2003; Liaqat et al., 2008). Ce phénomène a notamment été observé 
sur des biofilms à E. coli par Ryu et al. (2005) qui ont également démontré que la présence 
d’EPS et la production de curli était associées à une augmentation de la tolérance au 
chlore. Récemment, Cooper et al (2009) ont également décrit, chez L. pneumophila, un 
phénomène de tolérance au chlore. Les auteurs ont constaté que, au sein de biofilms 
monoespèces formés en milieu riche et exposés à des concentrations de 10 à 90 ppm de 
chlore, certaines cellules étaient toujours capables de se multiplier.  
L’hypochlorite de sodium a également la capacité de réagir avec les composés organiques 
en suspension, ce qui limite son efficacité dans les eaux fortement chargées en carbone 
organique dissous : plus la concentration en carbone organique dissous est importante, plus 
la « demande en chlore » d’une eau augmente. Ce phénomène a été illustré par Virto et al. 
(2005) qui ont montré que des populations de Listeria monocytogenes, Bacillus subtilis, 
Yersinia enterolitica et E. coli exposées à un traitement chloré résistaient à de plus fortes 
concentrations en présence de matières organiques (milieu TSB à 150 ppm). Dans le cas de 
biofilms, de nombreux EPS entourent les cellules bactériennes. De Beer et al. (1994) ont 
mesuré, à l’aide d’une microélectrode, la pénétration du chlore à l’intérieur d’un biofilm 
constitué de P. aeruginosa et de Klebsiella pneumoniae. La pénétration du chlore est lente 
et la vitesse de pénétration est proportionnelle à la concentration à l’extérieur du biofilm. 
D’après les auteurs, ce phénomène indique que le processus de diffusion a bien lieu, mais 
que la matrice d’EPS réagit avec le chlore et le neutralise, empêchant sa pénétration dans 
les couches plus profondes du biofilm. Ces données sont appuyées par les résultats obtenus 
par Campanac et al. (2002) sur biofilms de P. aeruginosa (souche CIP A22) formés en 
bouillon biofilm (BB) et en système dynamique. Les auteurs montrent que les biofilms 
formés sont moins sensibles que les bactéries planctoniques vis-à-vis de plusieurs 
ammonium quaternaires. Toutefois, après déstructuration du biofilm et lavage des bactéries 
permettant l’élimination des polysaccharides de la matrice, la sensibilité des cellules est 
quasi-complètement récupérée. L’ensemble de ces résultats démontre l’importance du 
matériel extracellulaire dans la diminution de la sensibilité des biofilms de P. aeruginosa 
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aux biocides et au chlore en particulier.  
 
• Récemment, Kim et al. (2009) ont mis en évidence le fait que les différentes populations 
d’un biofilms de P. aeruginosa souche PAO1 (cellules dormantes et cellules actives) ont 
des sensibilités différentes au chlore. En séparant les deux types de cellules par cytométrie 
en flux, les auteurs ont constaté que les cellules dormantes étaient plus sensibles au chlore 
(à 0,2 et 0,5 ppm) que les cellules actives. Dans ce cas, la présence d’EPS n’est pas à 
l’origine de la résistance des cellules, le protocole utilisé pour désagréger le biofilm, avant 
exposition au chlore, permettant l’élimination des EPS. Les auteurs expliquent cette 
résistance par le fait que les cellules dormantes, plus petites, accumulent moins de 
composants intracellulaires susceptibles de réagir avec des oxydants, dont le chlore, que 
les cellules actives. Les cellules dormantes seraient donc inactivées plus rapidement par le 
chlore. L’étude menée par Bernay et al. (2006) corrobore ces résultats. Cette étude ne 
concerne pas des biofilms mais des populations planctoniques d’E. coli ayant des taux de 
croissance différents. Généralement, les auteurs ont pu constater que les cellules à 
croissance rapide sont plus sensibles aux stress (élévation de la température à 48 °C, 
exposition aux UVA) que les cellules ce multipliant lentement. Les populations 
bactériennes au sein des biofilms étant hétérogènes et constituées de cellules dans des états 
physiologiques variés, on peut vraisemblablement envisager cette cause comme échec des 
traitements chlorés.  
 
Selon la réglementation du 19 juin 2000 (Santé, 2000), le chlore peut être utilisé à des fins de 
désinfection dans des réseaux d’EMN à des doses allant de 10 à 100 voire 150 ppm. Même si 
les tests présentés dans cette étude ne concernent que des concentrations de 1 et 50 ppm, il 
apparaît que ces traitements ne sont pas adaptés pour l’élimination du biofilm. Ainsi, ces 
résultats montrent la pertinence d’études préliminaires in vitro sur biofilms. Toutefois, de 
multiples facteurs peuvent diminuer l’efficacité des traitements dans les réseaux d’EMN et 
par conséquent, ces travaux doivent être poursuivis par des essais in situ sur réseau-pilote.  
 
IV.5.2.2 PHMB 
Les résultats obtenus in vitro et concernant le PHMB font également apparaître une forte 
diminution de l’activité bactéricide sur biofilms de P. aeruginosa PAO1 (pour la 
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concentration 250 ppm, RL > 7 sur cellules planctoniques et RL ≈ 2 sur biofilms). Le PHMB 
est pourtant apprécié pour son large spectre d’activité et est considéré comme un des biocides 
cationiques les plus actifs. Sa synthèse conduit en réalité à la production d’oligomères de 
biguanides de poids moléculaires variant entre 500 et 6000, les longues chaînes possédant une 
meilleure activité antibactérienne. La difficulté à uniformiser les mélanges de PHMB a, à 
l’époque de la découverte de sa synthèse, exclu son usage pharmaceutique. Néanmoins, il a 
rapidement été utilisé en tant que biocide (Gilbert et al., 2005), notamment pour la 
désinfection des piscines (Baquacil , Révacil ).  
 
Le PHMB se lie rapidement aux enveloppes des bactéries à Gram positif et à Gram négatif. Il 
conduit notamment au pontage des phospholipides adjacents au sein de la membrane 
cellulaire. Cette activité se concentre surtout autour des protéines et conduit à la perte de leurs 
fonctions, donc à la réduction des transports transmembranaires, de la biosynthèse et des 
activités cataboliques. Des fuites de composants cellulaires sont aussi observées, notamment 
de cations tels que le potassium (Gilbert et al., 2005). 
 
À l’heure actuelle, le PHMB est utilisé pour son activité protozoairicide dans le traitement de 
kératites amibiennes (à Acanthameoba) (Marciano-Cabral et al., 2003) ou dans les liquides de 
nettoyage de lentilles de contact (Santodomingo-Rubido, 2007). Récemment, son activité 
virucide contre le VIH (souche VIH-1) a été démontrée (Krebs et al., 2005). Sa faible toxicité 
conduit parfois à l’utiliser en tant qu’antiseptique (Muller et al., 2008).  
 
Peu de données sont disponibles dans la littérature à propos de l’efficacité du PHMB sur 
biofilms. Gilbert et al. (2001) ont comparé les concentrations de biocides nécessaires pour 
éliminer 95 % de populations planctoniques et de biofilms d’E. coli ou de S. epidermidis en 
30 min. Dans le cas du PHMB, les auteurs concluent que les concentrations actives sur 
bactéries planctoniques sont 2,4 fois moins (E. coli) à 33 fois moins (S. epidermidis) actives 
sur biofilms. Récemment, Moore et al. (2008) ont étudié des biofilms constitués d’un 
microcosme typique de canalisations domestiques d’évacuation d’eaux usées. Ces biofilms 
ont été exposés pendant 6 mois à de faibles concentrations en PHMB (0,1 à 0,4 ppm). Les 
auteurs ont constaté, pendant la durée du traitement, une diminution des cocci à Gram positif 
et une augmentation des Pseudomonadacea cultivables au sein du biofilm. Par ailleurs, les 
concentrations minimales inhibitrices (CMI) et bactéricides (CMB) du PHMB, de la 
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chlorhexidine et de deux ammonium quaternaires vis-à-vis de nombreuses espèces exposées 
(Stenotrophomonas maltophilia, Ralstonia sp., S. capitis, S. heamolyticus...) sont augmentées 
(même si la rémanence de ces tolérances n’a pas été étudiée). Ces résultats démontrent que le 
PHMB a une efficacité réduite sur les biofilms et peut conduire, dans le cas de doses 
sublétales, à des augmentations de la tolérance bactérienne. 
 
La diminution de sensibilité des biofilms vis-à-vis du PHMB n’est pas élucidée à ce jour, 
mais quelques mécanismes peuvent être proposés : 
• En tant que molécules chargées positivement, on peut supposer que, comme dans le cas du 
chlore, le PHMB est inhibé par la présence des polysaccharides extracellulaires de la 
matrice chargés négativement (alginates chez P. aeruginosa par exemple). Hope et al. 
(2004) ont par exemple observé que la vitesse de pénétration de la chlorexidine dans un 
biofilm multi-espèces, similaire à la plaque dentaire, était ralentie. Compte tenu de la faible 
taille de cette molécule, les auteurs excluent une inhibition de la diffusion par « tamisage 
moléculaire » à travers la matrice d’EPS et sont en faveur d’interactions ioniques 
ralentissant la diffusion.  
 
• Comme évoqué précédemment, la pénétration de molécules peut également être diminuée 
par le réseau formé par la matrice autour des cellules du biofilm. Au sein de ce réseau, les 
molécules de grandes tailles pénètrent moins bien que les molécules de petite taille, 
phénomène démontré par Bryers et al. (1998). Le PHMB étant constitué de molécules de 
haut poids moléculaire (de 500 à 6000), il se pourrait donc que le manque d’efficacité sur 
biofilms provienne d’un défaut de pénétration par tamisage.  
 
• L’activité du PHMB est essentiellement dirigée sur la membrane externe bactérienne. Des 
altérations de la composition lipidique de la membrane externe peuvent conduire à la 
diminution de l’efficacité du PHMB sur les cellules. Ce phénomène a notamment été 
identifié par Broxton et al. (1984) par l’étude de la sensibilité du PHMB sur des cultures de 
E. coli issues d’un milieu carencé en phosphore ou non. Les cellules issues d’un milieu 
carencé possèdent moins de la moitié de la quantité de phospholipides que les cellules 
issues d’un milieu non carencé en phosphore et sont plus résistantes vis-à-vis du PHMB. 
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Le test en microplaque utilisé pour analyser l’impact de la forme biofilm sur l’efficacité de 
traitements biocides s’est donc révélé également utile dans l’étude du PHMB. À la suite de 
nos résultats, on pouvait s’attendre à une mauvaise efficacité du traitement en réseau-pilote. 
En effet, les analyses ont montré qu’un traitement par le PHMB permet d’éliminer 
temporairement une contamination par P. aeruginosa (aucune bactérie cultivable n’ayant été 
détectée suite au traitement). Par contre, 4 jours après l’épisode de désinfection, la bactérie est 
à nouveau détectée au niveau de 3 points de prélèvements. Même si la cause de cette 
recontamination ne peut pas être déterminée à ce jour, on peut envisager la formation d’un 
biofilm dans les canalisations du réseau, n’ayant pas été affecté par la désinfection et à 
l’origine du relargage de bactéries dans l’EMN. Toutefois, d’autres paramètres peuvent 
influer sur l’efficacité d’un traitement in situ, comme en témoignent les résultats concernant 
l’étude du choc thermique (voir IV.5.2.4). 
 
IV.5.2.3 Sanosil   
Le Sanosil  est un produit désinfectant communément utilisé pour la désinfection des 
réseaux d’EMN. Sa formulation combine 2 composés : un oxydant, le peroxyde d’hydrogène 
(H2O2 50 %) et des agents stabilisants, sous forme d’ions argent (0,05 %). Bien que ce produit 
soit privilégié par de nombreux établissements pour la désinfection des réseaux d’eau, les 
données concernant son pouvoir bactéricide, notamment sur biofilm, sont parfois partielles. 
Des publications concernant le peroxyde d’hydrogène seul ou les ions argent sont toutefois 
disponibles. Les propriétés bactéricides de ces deux agents seront d’abord discutées 
séparément. 
 
En ce qui concerne le peroxyde d’hydrogène seul, la littérature émet des avis divergents. Ce 
produit est actuellement utilisé pour diverses applications, du fait de ses propriétés 
bactéricide, sporicide, fungicide et virucide. Sa faible toxicité et sa biodégradabilité sont 
également appréciées (Tote et al., 2009). Son utilisation aboutit à la formation de radicaux 
hydroxyle qui oxydent les groupements thiols des protéines. Il agit également sur les 
ribosomes (Maillard, 2002). On reporte son utilisation pour la désinfection des tuyaux 
d’alimentation en eau des fauteuils dentaires, la vaporisation pour la désinfection des surfaces 
en milieu hospitalier (Orlando et al., 2008), la désinfection d’instruments chirurgicaux ou 
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pour empêcher la colonisation bactérienne d’implants ou de cathéters. Récemment, Glynn et 
al. (2009) ont démontré que des concentrations sublétales d’H2O2 permettaient d’empêcher 
l’accumulation de biomasse dans un biofilm de S. epidermidis. 
 
Des études récentes viennent nuancer ces résultats. Même si le peroxyde d’hydrogène a une 
bonne activité sur cellules planctoniques (Tote et al., 2009), son activité peut être nettement 
diminuée sur certains biofilms bactériens (Presterl et al., 2007; Peeters et al., 2008). Une 
étude menée sur des biofilms formés dans un système équipant des fauteuils dentaires a 
montré que le peroxyde d’hydrogène seul permettait l’élimination de 35 à 67 % des cellules 
viables du biofilm sans toutefois aboutir à une élimination complète (Liaqat et al., 2008). Les 
données de la littérature concernant la bactérie P. aeruginosa montrent une tolérance de la 
bactérie au peroxyde d’hydrogène, notamment sous forme biofilm. La forme biofilm 
augmente intrinsèquement la résistance aux agents antimicrobiens et plusieurs facteurs 
expliquant ces résistances (diminution de la diffusion de molécules à l’intérieur de la matrice, 
sous-populations de cellulaires moins sensibles aux biocides) ont déjà été décrits dans les 
paragraphes IV.5.2.1 et IV.5.2.2. Il faut rajouter ici l’expression de plusieurs catalases (KatA 
et KatB notamment) par P. aeruginosa. Des cellules en suspension (souche PAO1) peuvent 
en effet résister à 50 mM d’H2O2 pendant 20 min. Les biofilms de cette souche sont 
également peu affectés par un traitement de 1 h à 50 mM (Elkins et al., 1999). Stewart et al. 
(2000) ont en effet montré que la catalase KatA limitait la pénétration du peroxyde 
d’hydrogène dans le biofilm de PAO1 et participait majoritairement à la résistance des 
cellules. Complétant ces travaux, Cochran et al. (2000) ont démontré que des cellules de 
PAO1 adhérées (mais ne formant pas de biofilm structuré) sont moins sensibles au peroxyde 
d’hydrogène, probablement du fait de l’induction de l’expression de certains gènes lorsque la 
bactérie adhère à une surface.  
 
Parallèlement, Kim et al. (2009) ont montré que les cellules actives ou dormantes d’un 
biofilm de P. aeruginosa (PAO1) ont la même sensibilité vis-à-vis d’H2O2. Dans le cas d’un 
biofilm à P. aeruginosa, la diminution de sensibilité à H2O2 ne paraît donc pas lié à la 
présence de différentes sous-populations cellulaires dans le biofilm.  
 
Devant la faible activité bactéricide du peroxyde d’hydrogène seul sur biofilms de P. 
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aeruginosa, des formulations faisant intervenir plusieurs composants ont été développées. 
DeQuieroz et al. (2007) ont par exemple décrit l’utilisation d’hypochlorite de sodium 
combiné au peroxyde d’hydrogène pour inactiver et éliminer les cellules de biofilms de P. 
aeruginosa. D’autres formulations associent le peroxyde d’hydrogène à de l’acide peracétique 
(Bauermeister et al., 2008). 
 
Dans la présente étude, le peroxyde d’hydrogène a été utilisé en combinaison avec l’argent. 
Les ions argents contenus dans le Sanosil  ont également une activité bactéricide reconnue, 
même s’ils constituent, dans cette formulation, des agents de stabilisation. L’utilisation de 
l’argent en tant que moyen de désinfection n’est pas récente. Ses propriétés biocides sont liées 
à sa capacité à interagir avec les groupements thiols des protéines et à rompre les liaisons 
hydrogène. Ainsi ils ralentissent l’absorption de nutriments, inhibent la division cellulaire, 
interférent avec le transfert de protons et se lient à l’ADN. La présence d’ions Ag++ dans l’eau 
permet d’inactiver des suspensions de micro-organismes contaminant l’eau, dont P. 
aeruginosa (Hwang et al., 2007). Des systèmes d’ionisation cuivre-argent sont utilisés pour 
empêcher la prolifération de L. pneumophila dans l’eau potable (Liu et al., 1998). Des 
peintures comportant de l’argent permettent également de limiter la colonisation de surfaces 
par les micro-organismes (Rogers et al., 1995). Étant donné que les ions argent sont 
hautement réactifs et ont la capacité de se lier aux molécules biologiques, ils peuvent 
également perturber l’organisation de la matrice extracellulaire du biofilm (liaisons aux 
polysaccharides et aux protéines). L’étude menée par Chaw et al. (2005) suggère que les ions 
argent se fixent sur les groupements donneurs d’électrons, réduisant ainsi le nombre de sites 
disponibles pour les liaisons hydrogène et les interactions électrostatiques et hydrophobes. 
Cette propriété pourrait indiquer une inhibition de l’adhésion voire une action déstructurante 
de la matrice de polysaccharide conduisant à la désorganisation du biofilm.  
 
Dans cette étude, l’association H2O2 et Ag++ a mené à de meilleurs résultats sur biofilms que 
le chlore et le PHMB. Même si les concentrations utilisées (1000 ppm préconisés) sont 
nettement supérieures à celles utilisées pour le chlore (10 à 150 ppm préconisés) et le PHMB 
(20 à 40 ppm préconisés), on a pu remarquer une meilleure activité du Sanosil  sur biofilms 
par rapport aux autres traitements chimiques. Par exemple, la RL obtenue pour un traitement 
équivalent à 500 ppm d’H2O2 pendant 1 h est de 4,04±0,38 log sur cellules planctoniques et 
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de 3,39±0,16 log sur biofilms (différence d’efficacité de 0,65 log environ). En comparaison, 
la RL obtenue pour un traitement de 1 ppm de chlore pendant 1 h est de 3,85±0,14 log sur 
cellules planctoniques et de 0,20±0,16 log sur biofilms (différence d’efficacité de 3,65 log 
environ). Une étude récente de Toté et al. (2009) corrobore ces résultats. Les auteurs ont 
montré que la combinaison peroxyde d’hydrogène et ions argent permet d’obtenir des niveaux 
de désinfection supérieurs à la désinfection par le peroxyde d’hydrogène seul (sur S. aureus, 
E. coli, Candida albicans et spores de Bacillus subtilis). Un comparatif de différents biocides 
sur des biofilms colonisant des systèmes hydriques de fauteuils de soins dentaires a permis de 
démontrer que le Sanosil  (5 %) éliminait efficacement le biofilm de la surface testée : après 
traitement, les auteurs n’ont pu détecter aucune bactérie viable et les analyses microscopiques 
ont montré une diminution supérieure à 95 % de la surface couverte par le biofilm (Walker et 
al., 2003). Ainsi, on peut conclure à un effet synergique de l’association H2O2 et ions argent 
qui pourrait expliquer les résultats obtenus dans la présente étude, à savoir des RL supérieures 
à celles obtenues par des traitements chlorés ou par PHMB sur biofilms. Cet effet pourrait 
également être attribué au rôle stabilisateur des ions argent qui pourrait permettre au peroxyde 
d’hydrogène d’avoir une activité plus durable (dégradation retardée). 
 
IV.5.2.4 Choc thermique 
Le choc thermique, parfois appelé pasteurisation, est une technique très répandue pour la 
désinfection des réseaux d’eau et dans de nombreuses industries agroalimentaires. Dans le 
domaine de l’eau, son utilisation est préconisée pour l’élimination de L. pneumophila dès lors 
que la température atteint 60 °C pendant au moins 30 min (Muraca et al., 1987; Kim et al., 
2002). Des chocs thermiques réguliers sont recommandés pour la désinfection des appareils 
d’hémodialyse (Cappelli et al., 2006). 
 
La résistance à différents stress, dont un stress thermique a été décrite par Jørgensen et al. 
(1999) chez P. aeruginosa (PAO1). L’étude montre que le facteur σ RpoS permet à cette 
souche de résister à un choc thermique de 53 °C pendant 25 min (RL = 0,44±0,04 log) alors 
qu’une souche mutée pour ce facteur subit une RL = 2,2±0,36 log. Toutefois, la sensibilité de 
plusieurs bactéries susceptibles de contaminer l’eau a été établie par Spinks et al. (2006). 
Dans cette étude, les auteurs montrent que des suspensions de P. aeruginosa ne présentent pas 
de résistance à la chaleur au-delà de 55 °C et que quelques secondes suffisent à inactiver une 
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suspension de P. aeruginosa à 65 °C. 
 
Les résultats obtenus in vitro au cours de ces travaux de thèse confirment que, quel que soit le 
statut de la bactérie (planctonique ou adhérée), la sensibilité à un choc thermique de 80 °C 
pendant 60 min est maximale (supérieure à 6 log). Aucune bactérie cultivable n’a été détectée, 
par culture, après les chocs effectués, ce qui permet d’affirmer que les traitements permettent 
une bonne désinfection des biofilms.  
 
Toutefois, en réseau-pilote, même si immédiatement après le choc effectué aucune cellule de 
P. aeruginosa n’a été détectée dans le réseau, quatre points de prélèvements présentent une 
contamination à P. aeruginosa 7 jours après l’épisode de désinfection. De tels épisodes de 
recolonisation ont déjà été décrits suite à des chocs thermiques, notamment sur des unités 
d’hémodialyse (Cappelli et al., 2003). Dans cette étude, les auteurs concluent à une efficacité 
limitée des chocs thermiques (85 °C pendant 15 min) en tant que moyen de désinfection. 
L’association de traitements de désinfection avec un détartrage à l’acide citrique (12 %) 
permet toutefois une meilleure désinfection et une recolonisation plus lente du réseau utilisé 
pour l’étude, ce qui démontre l’effet protecteur de dépôts minéraux pour les micro-
organismes. L’eau minérale naturelle utilisée dans le réseau-pilote étant fortement chargée en 
calcaire et magnésium, il est possible que la formation de tartre ait réduit l’efficacité du choc 
thermique. 
 
Les bras morts d’un système de canalisations d’eau représentent des zones de faibles débits, 
voir de stagnation, et dans lesquels la formation du biofilm peut être favorisée et où les 
concentrations en biocides nécessaires pour une bonne désinfection ne sont souvent pas 
atteintes. Le réseau-pilote utilisé pour les essais a été conçu de manière à éviter les bras morts. 
Cependant, certains équipements (robinets de prélèvement et de vidange, manomètres) 
peuvent présenter des zones où l’eau circule moins bien et qui ont donc pu héberger des 
micro-organismes, expliquant l’efficacité partielle des traitements et les phénomènes de 
recolonisation. 
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IV.6 Conclusion 
Les essais de désinfection menés in vitro ont permis de vérifier, dans un premier temps, les 
conditions d’utilisation (concentrations et temps de contact) des biocides préconisées pour la 
désinfection des réseaux d’EMN, sur cellules planctoniques de P. aeruginosa (PAO1). La 
suite de ces essais, menés cette fois sur biofilms, a permis de constater que ces conditions 
n’étaient pas toujours actives sur biofilms, en particulier les traitements chimiques (chlore, 
Sanosil  et PHMB). Ces résultats illustrent l’importance d’évaluer les traitements de 
désinfection sur biofilms et non plus seulement sur cellules planctoniques, comme le 
recommandent les normes actuelles.  
 
Dans un second temps, les travaux de cette thèse ont consisté à évaluer certains traitements 
(choc thermique et PHMB) sur une contamination par la bactérie P. aeruginosa au sein d’un 
réseau-pilote alimenté en EMN. Une activité bactéricide partielle (RL < 5 log) ayant été 
démontrée sur biofilms pour le PHMB, des résultats mitigés étaient attendus sur réseau-pilote. 
Toutefois, le choc thermique, qui avait permis d’atteindre de bons niveaux de bactéricidie in 
vitro, tant sur cellules planctoniques que sur biofilms, a seulement conduit à une élimination 
temporaire d’une contamination par P. aeruginosa. Sept jours après le traitement, la bactérie 
était à nouveau détectée dans le réseau.  
 
L’ensemble de ces travaux indique que : 
• l’évaluation des pouvoirs bactéricides des traitements in vitro, par le modèle de formation 
de biofilms statique en microplaques, présente un intérêt certain, puisqu’il permet l’étude 
de biofilms qui se rapprochent de ceux formés en réseau d’eau et de mettre en évidence des 
différences de sensibilité entre différents traitements ; 
• l’association de plusieurs méthodes pour la détermination de l’efficacité de traitements de 
désinfection permet d’avoir une meilleure représentation des paramètres qui peuvent nuire 
à l’efficacité des chocs biocides. Même si la technique de mesure de la bactéricidie en 
microplaques a permis une bonne discrimination de l’efficacité de la plupart des 
traitements, les essais menés in situ sur un réseau-pilote ont apporté une nuance à certains 
résultats. Des paramètres tels que la présence de tartre ou de zones où les débits sont 
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faibles peuvent aussi se répercuter sur l’efficacité des traitements.  
 
Il est également à noter que la méthode de quantification bactérienne utilisée lors des essais in 
situ permet de détecter uniquement des bactéries cultivables (donc viables) dans 250 mL 
d’EMN en circulation, et non des cellules adhérées, sous forme de VBNC ou présentes en 
quantités inférieures à la limite de détection. D’autre part, lors des traitements, la mesure de la 
concentration en biocides résiduelle n’a pas été vérifiée, or certains désinfectants, comme le 
chlore, peuvent être rapidement inactivés. Le maintien de la concentration efficace pendant 
toute la durée du traitement permet de se prémunir d’échecs de désinfection. De nouveaux 
essais, prenant en compte ces remarques pourraient donc être réalisés sur le réseau-pilote.  
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V.1 Introduction 
L. pneumophila colonise des environnements artificiels caractérisés par la production 
d’aérosols (pommeaux de douches, robinets, fontaines, spas, systèmes de climatisation, tours 
aéroréfrigérantes), à l’origine du risque infectieux. De nombreux paramètres favorisent la 
présence L. pneumophila dans l’eau : la dureté, la température (25 à 45 °C), la corrosion, le 
tartre, les faibles débits, la présence d’amibes et la formation de biofilm (Murga et al., 2001). 
On sait que le biofilm représente une niche de colonisation de choix pour L. pneumophila 
puisqu’il lui permet de résister à de nombreux stress : UV, antimicrobiens de type biocides 
(Kim et al., 2002; Borella et al., 2005). Toutefois, à l’heure actuelle, la capacité de L. 
pneumophila à adhérer aux surfaces et à former des biofilms n’est pas clairement élucidée.  
Des études antérieures montrent que L. pneumophila peut coloniser des biofilms formés en 
conditions oligotrophes constitués d’espèces bactériennes caractéristiques de ces milieux 
(Rogers et al., 1992; Rogers et al., 1994). Pour la majorité des auteurs, les protozoaires sont 
indispensables à la multiplication de L. pneumophila au sein de biofilms (Kuiper et al., 2004; 
Declerck et al., 2007), toutefois, il a été montré que certaines espèces bactériennes 
(Flavobacterium, Alcaligenes, Acinetobacter) favorisent la croissance des légionelles.  
De nouveaux modèles en milieu riche (BYE) sont aujourd’hui utilisé pour l’étude des formes 
sessiles de L. pneumophila. Toutefois, Mampel et al. (2006) ont montré que ce sont les 
bactéries planctoniques qui se multiplient et adhèrent à la surface ultérieurement.  
 
Au final, aucun modèle de formation de biofilm en milieu nutritif réduit et dans lequel 
n’interviendrait aucune espèce amibienne ou bactérienne n’est actuellement décrit. Or la 
structure d’un biofilm formé dans de telles conditions pourrait différer nettement d’un biofilm 
formé en milieu riche. Le caractère mono-microbien du biofilm ainsi formé pourrait permettre 
d’améliorer la compréhension de la physiologie de L. pneumophila adhérée, sans biais lié à la 
présence d’autres espèces. 
 
Le but de cette étude est, dans un premier temps, de rechercher des conditions de culture 
permettant à L. pneumophila de croître de manière sessile en l’absence d’autres micro-
organismes (eucaryotes ou procaryotes), afin de disposer d’un protocole d’évaluation de 
procédés de désinfection sur biofilms de L. pneumophila. Dans un second temps, le protocole 
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établi a été précisé par l’étude de la température optimale de croissance du biofilm et la 
caractérisation du biofilm a été amorcée (étude de la matrice).  
Le protocole ainsi défini a permis, au final, l’évaluation de l’activité bactéricide d’un choc 
thermique à 80 °C sur un biofilm à L. pneumophila. Ces essais ont été étendus à des essais en 
réseau-pilote contaminé par L. pneumophila.  
 
V.2 Mise au point d’un modèle de formation de biofilm 
monoespèce à L. pneumophila en microplaques 
V.2.1 Mise au point et validation du modèle de base 
La mise au point de ce modèle de formation de biofilm à L. pneumophila, par croissance des 
bactéries adhérées, fait l’objet d’une publication parue dans le journal « Biofouling » 
(Pécastaings et al., 2010), résumée ci-dessous.  
 
L’intérêt de ces travaux était de mettre au point un milieu de culture spécifique de L. 
pneumophila dans lequel la croissance bactérienne ne s’opère pas de manière planctonique, 
contrairement au milieu riche BYE, mais sous forme sessile. D’autre part, la coculture avec 
d’autres micro-organismes eucaryotes (amibes) ou procaryotes (autres espèces bactériennes 
pouvant avoir un rôle symbiotique) a été évitée. 
 
La première partie des résultats de l’article rapporte la sélection du milieu de culture. Neuf 
milieux ont été testés dans un modèle de culture en microplaque incubée à 37 °C, avec 
renouvellement de milieu tous les 3 jours, à partir d’un inoculum de 106 UFC/mL :  
• Des milieux oligotrophes, d’une part, notamment de l’eau distillée stérile, de l’EAP stérile 
ou non, de l’EMN stérile. Ces milieux ont pu être supplémentés en fer et cystéine 
(supplément Legionella normalement concentré, bioMérieux).  
• Des bouillons synthétiques ou semi-synthétiques. Le Laboratoire de Microbiologie 
Industrielle disposait déjà d’un milieu adapté à la croissance de biofilms mono-espèces de 
P. aeruginosa (voir III.1.3.2), de S. aureus, ou de B. subtilis : le milieu Bouillon Biofilm 
classique (BB). L’apport carboné de ce milieu peut provenir d’acides aminés (sous forme 
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d’extrait de levure et d’acides casaminés, BB) ou bien de glucose (milieu Bouillon Biofilm 
Modifié (MBB). Dans tous les cas, les concentrations en nutriments sont fortement 
réduites par rapport à un milieu de culture classique, afin de favoriser l’adhésion des 
micro-organismes. Ces milieux ont été utilisés avec une supplémentation en fer et cystéine 
(supplément Legionella dilué 10 fois, bioMérieux – milieu SBB et SMBB).  
 
Les biofilms d’une souche de référence (CIP 103854) et d’une souche environnementale (HW 
S2-14) ont été visualisés par microscopie confocale et comparés à des biofilms formés dans 
les différents milieux. Les résultats font apparaître que seuls les milieux SBB et BYE 
permettent l’adhésion de bactéries et la formation d’agrégats typiques d’une structure biofilm 
après 6 j d’incubation. Les agrégats formés en BYE ne dépassent toutefois pas 64 µm de 
hauteur tandis que les agrégats formés en SBB peuvent atteindre 300 µm.  
 
La seconde partie de l’article consiste à caractériser l’origine de la croissance bactérienne 
dans le milieu SBB. Le mode de croissance dans le milieu SBB a été démontré en inoculant 
une faible quantité de bactérie (102 UFC/mL) puis en suivant les quantités de bactéries dans le 
biofilm (par grattage des puits) et en suspension (par prélèvement direct du milieu de culture) 
au cours du temps, pendant 12 jours. Les résultats montrent que le nombre de bactéries du 
biofilm augmente en même temps (environ 6 log UFC/cm2 après 12 j) que la quantité de 
bactéries planctoniques (environ 7 log UFC/mL). Ainsi, la croissance bactérienne a bien lieu, 
mais cette expérience ne permet pas de déterminer si ce sont les bactéries du biofilm ou les 
bactéries planctoniques qui se multiplient. Pour répondre à cette question, des suspensions 
bactériennes ont été préparées en milieu SBB et BYE et mises sous agitation à 37 °C. La 
densité optique, témoin de la croissance planctonique, a été suivie pendant 72 h (temps entre 2 
renouvellements de milieu dans les microplaques). L’expérience montre qu’aucune croissance 
planctonique ne se produit en milieu SBB, contrairement au milieu BYE. L’ensemble de ces 
résultats suggère que, en milieu SBB, la croissance des bactéries est à l’origine de la 
formation du biofilm.  
 
En dernier lieu, ce protocole de formation de biofilms a été reproduit avec 2 souches 
environnementales, dont une de sérogroupe 1. Les résultats montrent que le biofilm en SBB 
se constitue quelle que soit la souche de L. pneumophila utilisée. Deux méthodes de 
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quantification ont également été comparées : la culture sur boîte et la qPCR, qui permet de 
quantifier le nombre d’unités génome total d’un échantillon (bactéries cultivables, viables et 
non cultivables, mortes, ADN extracellulaire). Les résultats sont les mêmes quelle que soit la 
méthode utilisée, ce qui permet de conclure que la majorité des bactéries du biofilm sont 
viables et cultivables. Ces résultats ont également été confirmés par des marquages de 
viabilité sur biofilms (kit LIVE/DEAD© BacLight™, indicateur de l’intégrité membranaire). 
Les observations par microscopie confocale font apparaître que la majorité des bactéries (> 90 
%) sont viables.  
 
L’ensemble de ces résultats démontre que le modèle de culture de L. pneumophila en 
microplaque et en milieu SBB permet la formation de biofilms mono-espèces au sein desquels 
se produit la multiplication bactérienne. Ce modèle pourra servir de base à l’étude de la 
physiologie de L. pneumophila adhérée mais aussi à l’évaluation de biocides visant à maîtriser 
les contaminations de réseaux d’eau.  
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V.2.2Validation de la température de croissance optimale du biofilm à L. 
pneumophila 
Le protocole de formation de biofilm à L. pneumophila précédemment décrit a été mis au 
point en utilisant une température d’incubation de 37 °C, soit l’optimum de croissance de la 
bactérie sur BCYE. Toutefois, des études menées en milieu riche (BYE) ont permis de 
montrer que l’adhésion et donc la formation de biofilm était améliorée à 20 °C (Hindre et al., 
2008). Par ailleurs, Piao et al. (2006) ont démontré que la formation du biofilm à L. 
pneumophila en BYE était dépendante à la fois de la température et du matériau utilisé, les 
effets observés variant selon les associations température/matériau/souche bactérienne.  
 
Pour vérifier l’influence de la température sur les conditions de formation du biofilm en SBB, 
le protocole mis au point a été reproduit avec les souches CIP 103854 et HW S2-14 à trois 
températures d’incubation : 22,5 °C, correspondant à une température plus représentative des 
conditions environnementales et 43,0 °C, correspondant à une température d’eau mitigée, 
pouvant être observée au niveau d’un réseau (EMN ou EAP) et 37 °C. 
 
Les biofilms des 2 souches formés aux trois températures en milieu SBB ont été étudiés après 
6 jours d’incubation. Des biofilms formés à partir de deux types d’inoculum (fort, 106 
UFC/mL ou faible, 102 UFC/mL) ont été comparés en termes de structure (par observation en 
microscopie confocale) et de biomasse cultivable adhérée (par dénombrement sur BCYE à 6 
j). La Figure V-1 présente les résultats obtenus. 
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Figure V-1. A. Biofilms de 6 jours observés par microscopie confocale, formés à 22,5 °C, 
37,0 °C et 43,0 °C (projections maximales, souches CIP 103854 et HW S2-14). Les barres 
représentent 75 µm (ND = bactéries non détectées). B. Biomasse viable et cultivable 
adhérée après 6 j d'incubation en milieu SBB en fonction de la température (n =2). Les 
histogrammes blancs correspondent à un inoculum de 102 UFC/mL et les histogrammes 
gris un inoculum de 106 UFC/mL.  
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Partant d’une faible quantité de bactéries inoculées (102 UFC/mL), peu ou pas de bactéries 
adhérées ont été visualisées à 22,5 °C ou 43,0 °C (voir Figure V-1. A.). Les agrégats 
bactériens se sont développés uniquement à 37,0 °C. Ces observations correspondent aux 
résultats obtenus par numération des UFC (Figure V-1. B.). 
 
Pour un inoculum fort (106 CFU/mL), on constate que les 2 souches de L. pneumophila ont 
adhéré au polystyrène de la microplaque, quelle que soit la température d’incubation. 
Toutefois, les biofilms observés à 22,5 et 43 °C diffèrent de ceux formés à 37 °C : à 22,5 °C 
un tapis bactérien et quelques agrégats de petite taille (<30 µm) se sont formés, tandis qu’à 
43,0 °C des agrégats bactériens à 150 µm ont été mis en place, mais de taille inférieure, avec 
cependant une faible densité cellulaire (voir Figure V-1. B).  
 
Les essais effectués montrent que, à 22,5 °C et 43,0 °C, le biofilm est détecté uniquement 
lorsque la quantité de bactéries inoculées est élevée. Ces résultats semblent indiquer soit que 
l’adhésion est limitée, soit que la multiplication bactérienne, une fois les bactéries adhérées, 
est trop faible pour conduire à une formation de biofilm détectable selon les méthodes mises 
en œuvre (observation et dénombrement des UFC). Ainsi, dans ces conditions, il est difficile 
de définir si la formation de biofilm correspond à un dépôt des bactéries inoculées, une 
multiplication des bactéries adhérées ou une combinaison des deux phénomènes.  
 
Il est par ailleurs intéressant de constater que, dans le cas de la souche CIP 103854 (inoculum 
106 UFC/mL), des agrégats ont été observés à 43,0 °C après 6 j d’incubation, mais aucune 
bactérie cultivable n’a été détectée par numération des UFC. Ceci indiquerait un passage à un 
état non cultivable dans ces conditions, à confirmer par qPCR et double marquage des 
bactéries par le Syto 9 et l’IP. 
 
V.2.3 Caractérisation de la matrice du biofilm à L. pneumophila 
Les observations par microscopie confocale ont révélé une bonne structuration du biofilm à L. 
pneumophila, mais toutefois relachée. Comme le montre la Figure V-2, qui présente un zoom 
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effectué sur un agrégat cellulaire, les cellules ne sont pas en contact direct. Ainsi, l’hypothèse 
d’une matrice maintenant cette architecture et permettant la cohésion de cellules éloignées a 
été émise. Les biofilms comportent généralement des matrices de nature complexe à base 
d’ADN, de lipides ou de protéines. Les composants majeurs décrits sont toutefois de nature 
polysaccharidique, c’est pourquoi notre intérêt s’est d’abord porté sur ces molécules.  
 
 
Figure V-2. Reconstitution volumique d’un agrégat dans un biofilm de 9 jours (souche 
HW S2-14) montrant l’éloignement des cellules au sein d’un même agrégat. 
 
Dans un premier temps, une recherche des polysaccharides de surface des cellules de L. 
pneumophila par coloration au rouge Congo a été réalisée. La bactérie a été cultivée sur 
BCYE + Rouge Congo (RC). Le RC est une molécule pouvant être séquestrée par certains 
polysaccharides ainsi que les filaments protéiques (tels que les curli) (Lee et al., 2007). La 
croissance de bactéries sur milieux supplémentés en RC permet donc de discriminer des 
colonies productrices de polysaccharides ou filaments protéiques (rouges) des autres colonies 
(blanches) (Chapman et al., 2002). Les essais menés sur L. pneumophila n’ont fait apparaître 
aucune coloration (données non fournies) lors de la culture sur agar. Une autre technique a 
donc été envisagée, afin d’évaluer la production d’exopolysaccharides au sein de la structure 
biofilm, cette synthèse pouvant être induite/régulée, en fonction des conditions de culture de 
la bactérie. 
La technique de Fluorescent Lectin Binding Analysis (Neu et al., 2001) a été choisie 
puisqu’elle présente l’avantage de mettre en évidence les carbohydrates dans les matrices de 
biofilms non dénaturés, par microscopie confocale. La lectine choisie ici est la Concanavaline 
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A, conjuguée à l’Alexa 633 pour le marquage des résidus manopyranosyl et glucopyranosyl 
(ConA-A633). La souche HW S2-14 a été utilisée pour former des biofilms en SBB, marqués 
au 15ème jour par le Syto9 et la ConA-A633. La Figure V-3 est une reconstitution en 3 
dimensions d’un agrégat du biofilm.  
 
 
Figure V-3. Distribution volumique des résidus carbohydrates au sein d’un biofilm à L. 
pneumophila de 15 jours. Vert, Syto 9. Rouge, ConA-A633.  
 
Les résultats montrent que de petits amas de carbohydrates sont présents dans le biofilm de L. 
pneumophila. La ConA-A633 révèle une répartition particulière des carbohydrates, qui 
peuvent prendre la forme de petits agrégats ou de feuillets, parfois localisés en périphérie des 
agrégats bactériens. Bien que la technique FLBA soit qualitative, on remarque un marquage 
faible au sein même de l’agrégat, entre les cellules. D’autre part, les polysaccharides 
visualisés n’englobent pas l’ensemble du biofilm comme la matrice des biofilms de P. 
aeruginosa (Strathmann et al., 2002). Il apparaît donc que d’autres composés (ou d’autres 
carbohydrates que ceux identifiés par la ConA) sont impliqués dans la composition de la 
matrice. 
Chapitre V. Rôle des biofilms dans la résistance de L. pneumophila au choc thermique 
 190 
 
Dès 1979, il a été démontré que les sources de contaminations par la bactérie L. 
pneumophila provenaient des réseaux d’eau contaminés. Plus récemment, le rôle des 
biofilms a été mis en évidence dans le maintien de la bactérie au sein des réseaux d’eau, 
mais, à l’heure actuelle, aucun modèle expérimental in vitro ne permet de reconstituer 
des biofilms mono-espèce de L. pneumophila en milieu appauvri, proche des conditions 
réelles de formation. 
 
Dans cette étude, la souche de référence CIP 103854 (sérogroupe 1) et trois isolats 
environnementaux de L. pneumophila (sérogroupe 1 et 2-14) ont été utilisés pour 
produire des biofilms en microplaques 24-puits, grâce à un milieu de culture  spécifique, 
SBB, milieu à base d’éléments minéraux et d’un apport carboné sous forme d’acides 
aminés notamment, de concentrations réduites. Le protocole prévoit une incubation à 37 
°C pour une croissance optimale et l’élimination tous les trois jours des bactéries 
planctoniques, ce qui favorise la formation, après 6 jours d’incubation, de biofilms 
présentant des agrégats de 300 µm. Les quantifications des cellules du biofilm par 
culture sur boîte ou qPCR, ainsi que les marquages de viabilité des cellules du biofilm 
ont permis de montrer que la majorité des cellules étaient viables et cultivables. Enfin, 
des études préliminaires de la composition de la matrice ont mis en évidence la présence 
de petits agrégats ou de feuillets de carbohydrates dispersés au sein des agrégats 
cellulaires du biofilm.  
Par ailleurs, il a été démontré que la croissance bactérienne se produisait à l’intérieur de 
la communauté fixée, et non pas dans le milieu liquide, sous forme planctonique, comme 
c’est le cas pour le milieu BYE.  
 
Ce modèle constitue donc un protocole innovant, permettant la formation de biofilms 
mono-espèces de L. pneumophila différents de ceux formés en milieu riche. Cette 
méthode présente plusieurs intérêts, notamment la possibilité d’étudier la physiologie et 
les gènes impliqués dans la formation du biofilm chez L. pneumophila. Dans la suite de 
ces travaux, nous présentons l’étude préliminaire sur l’activité bactéricide d’un 
traitement biocide, le choc thermique, sur des biofilms de L. pneumophila.  
Chapitre V. Rôle des biofilms dans la résistance de L. pneumophila au choc thermique 
 191 
 
V.3 Évaluation de l’activité du choc thermique sur L. 
pneumophila 
V.3.1Activité bactéricide in vitro du choc thermique sur biofilms à L. 
pneumophila 
La mise en place du modèle de formation de biofilm à L. pneumophila en microplaque a 
abouti à la réalisation d’essais de désinfection du biofilm par un choc thermique à 80 °C. Lors 
de cet essai, un biofilm de la souche HW S2-14 âgé de 9 jours a été incubé pendant 1 h à 80 
°C, puis les bactéries restantes après le choc ont été quantifiées par culture sur BCYE. Des 
biofilms ayant subi un choc thermique ont également été à nouveau incubés pendant 3 et 6 
jours pour vérifier une recolonisation potentielle du milieu de culture par la bactérie.  
 
Tableau V-1. RL (moyenne±écart-type) engendrée par un choc thermique à 80 °C de 1 h 
sur biofilms de L. pneumophila (n=2). 
Nombre initial d’UFC dans les puits  
(log UFC/puits) 
RL  
(log) 
6,91±0,05 6,91±0,05 
 
Le biofilm formé après 9 jours était constitué de 6,91±0,05 UFC/cm2 avant la désinfection. 
Après désinfection, aucune bactérie cultivable n’a été détectée, immédiatement après le choc 
ou jusqu’à 6 jours après le traitement (Tableau V-1).  
Le choc thermique semble donc efficace pour la désinfection d’un biofilm à L. pneumophila 
formé en milieu SBB. Toutefois, ces résultats sont à nuancer, étant donnée la technique de 
numération sur boîte utilisée pour quantifier les bactéries après choc. Les traitements de 
désinfection (thermique ou par la monochloramine) ont pour effet d’entraîner la formation de 
VBNC chez les populations de L. pneumophila (Allegra et al., 2008; Alleron et al., 2008), qui 
ne sont pas quantifiables par culture. Des techniques de quantifications alternatives (qPCR, 
cytométrie de viabilité) sont donc à envisager pour la suite des essais.  
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V.3.2Évaluation in situ d’un choc thermique sur une contamination à L. 
pneumophila en réseau d’eau minérale naturelle 
Dans la première partie de cette thèse, nous avons pu constater que P. aeruginosa est une 
bactérie formant facilement des biofilms, d’où sa résistance aux traitements biocides. Cette 
résistance, ou plutôt réduction de sensibilité, a été notamment illustrée lors des essais sur 
biofilms obtenus en microplaque et ceux menés sur réseau-pilote. Lors de ces derniers essais, 
les traitements ont permis l’élimination transitoire de la bactérie dans l’EMN, sans parvenir à 
éradiquer complètement la contamination : la bactérie était à nouveau détectée quelques jours 
après le traitement.  
Dans les paragraphes précédents, nous avons également vu que L. pneumophila était une 
bactérie capable de former des biofilms dans certaines conditions, ce qui pourrait avoir une 
implication dans sa résistance aux traitements de désinfection. Pour vérifier si le 
comportement de L. pneumophila est semblable à celui de P. aeruginosa en conditions de 
traitement réelles, nous avons donc procédé à des contaminations du réseau-pilote. Le choix 
s’est porté sur une souche environnementale de L. pneumophila (souche HW S2-14) pour la 
réalisation des essais plutôt qu’une souche de référence, afin d’optimiser la contamination du 
réseau. Ces résultats sont également décrits dans un article paru dans la « Presse Thermale et 
Climatique » (Annexe 6). 
 
Deux essais indépendants ont été menés et ont permis d’évaluer l’efficacité in situ d’un choc 
thermique. La contamination du réseau a été réalisée à partir d’une suspension de 300 mL de 
L. pneumophila ((6,55±0,64)×106 UFC/mL) inoculée au niveau du ballon du réseau 
préalablement rempli d’EMN. Le réseau a ensuite été utilisé quotidiennement pendant 1 h. La 
contamination du réseau par L. pneumophila a été suivie pendant 16 ou 22 jours, par des 
analyses au niveau des 11 points de prélèvements du réseau. La recherche de L. pneumophila 
s’est effectuée sur 2×1 L d’EMN par dénombrement par culture sur GVPC et qPCR. 
Cependant, la technique par culture ayant mené à des résultats ininterprétables (présence 
d’une flore interférente importante empêchant la lecture), seuls les résultats de qPCR ont été 
exploités. 
 
Les autres paramètres microbiologiques (coliformes dans 250 mL, entérocoques dans 250 
mL, spores de bactéries anaérobies sulfito-réductrices dans 100 mL, P. aeruginosa dans 250 
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mL) ont été suivis par les méthodes classiques de culture sur boîte. Aucune de ces bactéries 
n’a été détectée dans les volumes indiqués durant les deux essais. Le pH, la température, la 
pression et les concentrations ioniques de l’EMN n’ont pas varié anormalement au cours des 
essais. 
 
Pendant les essais, des chocs thermiques ont été appliqués (EAP à 80 °C mise en circulation 
pendant 1 h 30 min dans le réseau, circuit fermé). Un choc thermique unique a été appliqué 
lors de l’essai 1, à 15 j. Deux chocs thermiques ont été appliqués au cours de l’essai 2, à 6 j et 
à 15 j (Figure V-4). La contamination initiale du réseau s’élevait à 6,25±0,52 log UG/L dans 
l’eau en circulation 2 ou 3 jours après l’inoculation en moyenne (n=2).  
 
A         B     
 
Figure V-4. Évolution de la concentration en L. pneumophila dans l’EMN en circulation 
dans le réseau-pilote (moyennes ±écarts-types). A. Essai 1. B. Essai 2. Les flèches 
représentent les chocs thermiques à 80 °C.  
 
La Figure V-4 A montre les résultats obtenus lors du premier essai et indique que la 
contamination initiale en L. pneumophila ne s’est pas maintenue dans le réseau. Le niveau de 
L. pneumophila est en effet passé de 5,89±0,22 log UG/L (2 j) à 4,20±0,32 log UG/L (14 j). 
On observe également une diminution de la concentration en L. pneumophila dans le réseau 
suite au choc thermique (p<0,01). Cette diminution de concentration ne peut pas être attribuée 
à la seule réalisation du choc thermique, la concentration en L. pneumophila n’étant pas 
stabilisée dans le réseau. Cependant, il apparaît déjà clairement que le choc thermique ne 
permet pas d’obtenir une réduction totale de la contamination (3,57 log UG/L encore 
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présentes après le choc).  
 
Lors du deuxième essai (Figure V-4 B), les concentrations initiales en L. pneumophila dans 
l’EMN en circulation dans le réseau ont varié entre 6,62±0,25 et 4,66±0,34 log UG/L. Une 
diminution de la concentration en L. pneumophila a été observée à la suite du premier choc 
thermique, mais comme dans le cas du premier essai, la concentration n’était pas stable et la 
diminution ne peut pas être attribuée au seul choc thermique. Ce premier choc, associé à la 
diminution de flore au sein du réseau, ne permet pas une réduction drastique de la population 
présente. Un second choc thermique a donc été appliqué au jour 15 et n’a engendré aucune 
variation de la concentration en UG au sein du réseau. La concentration dans le réseau est 
restée uniformément stable du jour 7 au jour 22 et à des taux nettement supérieurs aux limites 
acceptables.  
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Les études de traitements bactéricides sur L. pneumophila n’ont, pour le moment, 
concerné que le choc thermique à 80 °C. Ce traitement a en premier lieu été appliqué à 
des biofilms de L. pneumophila formés in vitro en milieu SBB. Les quantifications 
effectuées après traitement par culture sur boîte n’ont pas permis de détecter de 
bactérie cultivable. Cependant, ce traitement pouvant entraîner la formation de 
bactéries sous forme VBNC, il serait intéressant de poursuivre les essais en utilisant des 
techniques de quantifications alternatives.  
 
Dans un deuxième temps, des essais en réseau-pilote ont été effectués. Les résultats 
obtenus sur réseau contaminé par P. aeruginosa ont permis de montrer qu’un 
traitement par choc thermique avait une efficacité transitoire : immédiatement après 
traitement, aucune bactérie cultivable n’était détectée dans le réseau, alors que quelques 
jours après le choc, quatre points de prélèvements présentaient à nouveau une 
contamination. Dans le cas de L. pneumophila, les essais ont montré que le choc 
thermique n’induisait aucune diminution de la concentration bactérienne (en log UG/L) 
dans l’eau du réseau, quel que soit le point de prélèvement considéré. De tels échecs de 
désinfection ont déjà été décrits dans la littérature et ont souvent plusieurs origines. 
L’ensemble de ces résultats sera discuté dans le paragraphe V.4. Les techniques de 
détection utilisées dans les essais in vitro et in situ doivent, quoiqu’il en soit, être 
harmonisées afin de mieux comprendre les différences de sensibilité de la bactérie dans 
les 2 types d’essais et éventuellement détecter la présence de bactéries sous forme 
VBNC. 
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V.4 Discussion 
La discussion concernant la mise au point du modèle de formation du biofilm en microplaque 
est détaillée dans l’article « Sessile Legionella pneumophila is able to grow on surfaces and 
generate structured mono-species biofilms » et ne sera donc pas reprise ici.  
 
V.4.1Recherche de la température optimale pour la formation de biofilms en 
milieu SBB 
L. pneumophila est une bactérie sensible à la température et qui se développe 
préférentiellement entre 25 et 44 °C (Fields et al., 2002; Konishi et al., 2006). Dans les 
réseaux, L. pneumophila est le plus souvent isolée à partir d’eaux dont la température est 
comprise entre 30 et 40 °C (Rogers et al., 1994; Steinert et al., 2002). Dans cette étude, les 
essais menés à 22,5 °C, 37,0 °C et 43,0 °C ont montré que la croissance sur milieu gélosé 
BCYE de la souche CIP 103854 n’était observée qu’à 37,0 °C, alors que la souche 
environnementale HW S2-14 pouvait se développer à toutes les températures testées (données 
non fournies). Ce résultat confirme des sensibilités différentes à la température des souches de 
L. pneumophila.  
 
Les résultats de formation de biofilms à différentes températures ont permis de montrer qu’en 
milieu SBB, les deux souches se comportent de manière similaire même si leur sensibilité à la 
température diffère sur BCYE. Les deux souches testées forment des biofilms, quelle que soit 
la température, du moment que l’inoculum est fort (106 UFC/mL). On constate toutefois que 
les biofilms formés à 22,5 °C sont constitués d’une couche de cellules comportant quelques 
agrégats de taille inférieure ou égale à 30 µm. À 43,0 °C, des agrégats de tailles plus 
importantes ont été observés (150 µm), mais la densité cellulaire est inférieure à celle des 
biofilms formés à 37,0 °C (Figure V-1. A.). Dans le cas de la souche CIP 103854, les agrégats 
formés à 43,0 °C ne contiennent aucune bactérie cultivable (Figure V-1) : les bactéries 
observées sont donc soit mortes, soit sous forme de VBNC. Il est important de noter que 106 
UFC/mL ont été inoculées dans ces puits. Or la quantification finale fait apparaître que les 
biofilms contiennent environ 106 UFC/cm2 (pour une surface totale de 7,04 cm2). Ainsi les 
biofilms formés à 22,5 °C ou 43 °C ne résultent très probablement pas d’une croissance, mais 
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plutôt du dépôt et d’une faible structuration des bactéries inoculées (petits agrégats).  
 
Cette hypothèse est appuyée par les résultats obtenus lorsque les puits ont été inoculés par de 
faibles quantités de bactéries (102 UFC/mL). Ainsi, après 6 j d’incubation à 22,5 °C et 43,0 
°C peu ou pas de bactéries sont détectées (par microscopie ou quantification sur boîtes), ce 
qui confirme que la croissance des bactéries sous forme adhérée n’a pas pu avoir lieu dans ces 
puits (adhésion faible ou nulle ou taux de multiplication trop faible sous cette forme). Au 
contraire, à 37,0 °C, des biofilms contenant 5,5 à 6 log UFC/cm2 sont observés après 6 jours 
d’incubation, ce qui démontre que l’adhésion et secondairement la croissance des bactéries 
adhérées ont bien eu lieu dans ces conditions.  
 
L’ensemble de ces résultats suggère donc que la température optimale pour une croissance de 
L. pneumophila au sein du biofilm en milieu SBB est de 37,0 °C. Ces résultats semblent 
entrer en contradiction avec l’étude de Hindré et al. (2008) dans laquelle les auteurs ont 
constaté que le biofilm formé à 20 °C au bout de 8 j par L. pneumophila en milieu riche 
(BYE) était plus stable (meilleure adhésion) qu’à 37 ou 42 °C. Par ailleurs, Piao et al. (2006) 
ont démontré que le biofilm formé par L. pneumophila en milieu BYE sur polystyrène était 
plus important à 37 °C et 42 °C qu’à 25 °C (quantification par Cristal Violet), alors que sur 
polypropylène, l’adhésion était meilleure à 25 °C. Il est à noter que, dans ces deux études, 
l’inoculum était élevé (environ 107 UFC/mL). Les résultats ne permettent donc pas de 
déterminer si, dans ces conditions, le biofilm était généré par adhésion des cellules inoculées, 
des cellules issues de la croissance planctonique ou ou par multiplication des bactéries 
sessiles.  
 
L’étude de Piao et al. (2006) fournit des observations par microscopie confocale de biofilms 
de L. pneumophila formés à différentes températures (25 °C après 18 j d’incubation et 37 °C 
après 6 j d’incubation) sur du verre en milieu BYE (sans renouvellement de milieu). Les 
reconstitutions de profil montrent la formation de quelques amas à 25 °C (hauteur inférieure à 
20 µm) et l’absence de structure à 37 °C, le biofilm formant une couche uniforme d’environ 
70 µm (Figure V-5).  
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Figure V-5. Comparaisons des biofilms à L. pneumophila formés en BYE (Piao et al., 
2006) à 25 °C (en haut à gauche) et à 37 °C (en haut à droite) et en SBB à 22,5 °C (en bas 
à gauche) et à 37 °C (en bas à droite). Échelle = 50 µm. 
 
Dans la présente étude, les biofilms formés en milieu SBB se distinguent nettement des 
biofilms formés en BYE, plus particulièrement à la température de 37 °C, qui permet la 
formation d’agrégats atteignant 300 µm dès 6 j d’incubation (voir Figure V-5) provenant 
spécifiquement de la multiplication des bactéries adhérées. 
 
V.4.2Composition de la matrice du biofilm à L. pneumophila en milieu SBB 
L’utilisation de la ConA-A633 a permis la visualisation de carbohydrates (plus 
spécifiquement les résidus mannose et glucose de ces carbohydrates) dans la matrice des 
biofilms à L. pneumophila formés en SBB. Cette méthode a révélé des répartitions différentes 
des polysaccharides chez d’autres espèces, comme P. aeruginosa (souche PAO1) par 
exemple. Chez PAO1, les cellules sont complètement incluses dans cette matrice (Strathmann 
et al., 2002). La microscopie confocale a aussi montré que le biofilm d’E. coli comportait une 
matrice uniforme d’EPS (Maeyama et al., 2004). De façon inattendue, les biofilms de L. 
pneumophila contiennent des carbohydrates disséminés sous formes de petits agrégats ou 
feuillets localisés à l’intérieur ou en périphérie des agrégats cellulaires. L’origine de ces 
résidus n’est pas déterminée. La production d’exopolysaccharides par L. pneumophila n’a 
jamais été décrite et certains auteurs considèrent que cette bactérie est incapable de produire 
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des polysaccharides (Luneberg et al., 1998). Cependant, il a déjà été démontré que L. 
pneumophila peut libérer le lipopolysaccharide (LPS) de sa surface afin d’inhiber la fusion du 
phagosome et du lysosome chez les macrophages (Fernandez-Moreira et al., 2006). La 
structure et la composition du LPS de L. pneumophila sont bien connus. On sait notamment 
que le noyau oligosaccharide contient deux résidus mannose qui peuvent potentiellement être 
liés par la ConA (Kooistra et al., 2002). Le LPS joue par ailleurs un role important dans la 
formation du biofilm chez d’autres espèces bactériennes comme Porphyromonas gingivalis 
ou Vibrio cholerea (Nesper et al., 2001; Nakao et al., 2006).  
 
V.4.3Essai de désinfection d’une contamination par L. pneumophila en 
réseau-pilote 
Les travaux menés en réseau-pilote représentent une technique de choix pour l’étude de 
l’efficacité de désinfectants ou traitements sur une contamination par des micro-organismes 
problématiques. Ces études présentent l’avantage d’intégrer plusieurs paramètres pouvant être 
à l’origine des échecs de désinfection sur réseaux, contrairement aux études menées en 
laboratoire : présence de biofilm (Storey et al., 2004), influence du matériel constitutif des 
réseaux (Rogers et al., 1994), bras morts (Farhat et al., 2010)... Ainsi, de nombreuses études 
concernant la désinfection de L. pneumophila sont menées en réseau-pilote mais abordent 
seulement la problématique des réseaux d’eau chaude. La contamination d’EMN par L. 
pneumophila est peu décrite (Leclerc et al., 2002; Ohno et al., 2003) et peu d’études 
concernent à ce jour la désinfection des réseaux d’EMN (Costa et al., 2010).  
 
Lors de ces essais, le choix de la souche s’est porté sur un isolat environnemental (HW S2-14) 
issu d’un réseau d’EAP plutôt que sur une souche de référence, théoriquement plus sensible 
aux traitements. La souche choisie a, d’autre part, été testée in vitro pour sa capacité à former 
des biofilms. Les résultats du paragraphe V.2 ont démontré sa capacité à former des biofilms 
in vitro et que ces biofilms étaient sensibles à un choc thermique à 80 °C.  
 
Sur le réseau-pilote, la concentration de L. pneumophila dans l’EMN a été évaluée par qPCR 
uniquement, les quantifications sur milieu de culture GVPC étant inexploitables (légionelles 
non dénombrées du fait de la présence d’une flore interférente importante). La qPCR est de 
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plus en plus utilisée pour le dénombrement des légionelles dans l’eau en complément de la 
méthode classique par culture (Wellinghausen et al., 2001; Stolhaug et al., 2006; Yaradou et 
al., 2007; Dusserre et al., 2008). En France, cette méthode de détection a récemment été 
publiée en tant que norme par l’AFNOR (AFNOR, 2010). Cette méthode présente l’avantage 
de fournir des résultats en quelques heures alors que 15 jours peuvent être nécessaires pour 
obtenir des résultats définitifs par culture.  
 
Toutefois, la qPCR permet de quantifier l’ADN, c’est-à-dire le nombre théorique d’unités 
génomes de L. pneumophila dans un échantillon, ce qui comprend les bactéries cultivables, 
les bactéries viables non-cultivables, les bactéries mortes et l’ADN libre (Yaradou et al., 
2007). Ainsi de nombreuses études comparant ces deux techniques de quantification montrent 
que les résultats obtenus par qPCR sont généralement plus élevés que les résultats obtenus par 
culture (Wellinghausen et al., 2001; Yaradou et al., 2007; Farhat et al., 2010). Plus 
particulièrement, les variations de résultats de la culture et de la qPCR sont souvent 
expliquées par la provenance des échantillons. Yaradou et al. (2007) ont par exemple montré 
une bonne corrélation des résultats obtenus par culture et qPCR dans des échantillons d’eau 
chaude sanitaire, mais pas dans des échantillons de tours aéroréfrigérantes, contenant souvent 
des inhibiteurs de PCR. Dans la présente étude, les échantillons issus du réseau-pilote étaient 
constitués d’EMN contenant, a priori, peu d’inhibiteurs de PCR. Toutefois, de nouveaux 
essais utilisant les deux techniques de quantification sont nécessaires afin de préciser la 
cohérence des résultats et de préciser l’état physiologique des bactéries présentes dans le 
réseau.  
 
Ces essais ont permis, d’autre part, de montrer que le choc thermique était peu efficace contre 
une contamination à L. pneumophila en réseau d’EMN : seul le second choc thermique 
effectué lors du second essai a été réalisé lorsque la concentration en légionelles dans l’EMN 
était stable. Ce choc n’a cependant pas été suivi d’une baisse de la concentration en 
légionelles en suspension dans l’EMN.  
Les études menées sur l’efficacité du choc thermique sur une contamination par L. 
pneumophila en réseaux aboutissent souvent à des résultats contradictoires. Ces 
contradictions ont pour origine plusieurs facteurs dont la nature de l’eau utilisée (eau chaude 
sanitaire, de dialyse, de tours aéroréfrigérantes), la nature de l’inoculum (souche de référence 
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ou environnementale, eau de rivière), la conception du réseau (régime d’écoulement, présence 
de bras morts) et notamment le matériau constitutif (cuivre, INOX, PVC...) et la technique de 
détection (culture, qPCR, Fluorescent In Situ Hybridization). Par exemple, les résultats 
obtenus par Muraca et al. (1987), Storey et al. (2004) ou Saby et al. (2005), tendent à montrer 
que la contamination par L. pneumophila peut être efficacement contrôlée par le maintien 
d’une température supérieure à 55 °C en tous points d’un réseau d’eau chaude, ou bien par 
des chocs thermiques ponctuels à 80 °C. Par opposition, l’étude de Farhat et al. (2010), qui 
décrit la réalisation d’un traitement thermique sur un pilote contaminé par Legionella, 
n’aboutit pas aux mêmes conclusions. La quantification de légionelles dans le réseau a été 
effectuée par culture et qPCR dans l’eau chaude en circulation ainsi que dans le biofilm à la 
surface des canalisations. Lors d’un premier essai, les auteurs ont constaté une baisse 
transitoire de la concentration en légionelles cultivables dans l’eau du réseau et dans le 
biofilm, alors que la concentration obtenue par qPCR était stable. Le second essai n’a 
engendré aucune baisse de la concentration en légionelles, dans l’eau ou dans le biofilm, 
mesurée par culture sur GVPC ou par qPCR. Les essais menés dans la présente étude n’ont 
pas inclus la quantification du biofilm fixé sur les canalisations. La souche utilisée (HW S 2-
14) étant capable de former des biofilms in vitro, on peut envisager qu’un biofilm ait permis 
la persistance de bactéries viables et donc la re-colonisation du réseau-pilote après le 
traitement. Lors de ces essais, la quantification des bactéries a été réalisée uniquement sur 
bactéries planctoniques en circulation dans l’EMN. Ainsi, il faut envisager l’évolution du 
réseau-pilote afin de permettre le suivi de la population adhérée et donc l’impact du biofilm 
sur la contamination du réseau.  
 
Des légionelles ayant subi un traitement biocide (par la chaleur ou chimique) ont également la 
capacité d’entrer dans un état VBNC (Allegra et al., 2008; Alleron et al., 2008). Ces bactéries 
peuvent retrouver leur pouvoir infectieux, notamment par coculture avec des amibes (Steinert 
et al., 1997). Récemment, Dusserre et al. (2008) ont décrit une méthode innovante de qPCR 
avec marquage de viabilité permettant de détecter uniquement les bactéries viables 
(cultivables ou non) d’un échantillon. La comparaison des résultats obtenus par qPCR 
classique et qPCR avec marquage de viabilité permettrait de déduire le nombre réel de 
bactéries mortes induit par le choc de désinfection.  
Dans tous les cas, ces résultats démontrent la persistance de L. pneumophila dans le réseau-
pilote et la nécessité de nouveaux essais permettant de déterminer la physiologie de ces 
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bactéries et le risque lié à la persistance d’un biofilm potentiellement formé.  
 
V.5 Conclusion 
La deuxième partie de ces travaux de thèse concernant la bactérie L. pneumophila a permis 
dans un premier temps de démontrer la capacité de la bactérie à croître de manière adhérée. 
Ces résultats décrivent notamment la mise au point d’un modèle de formation de biofilm in 
vitro en microplaques. Parmi plusieurs milieux de cultures testés, le milieu retenu (bouillon 
biofilm supplémenté) permet la formation, après 6 jours d’incubation d’agrégats de cellules 
adhérés pouvant atteindre 300 µm. La poursuite de ces travaux a démontré que la croissance, 
dans ces conditions, se produisait à l’intérieur du biofilm, sous forme adhérée et non sous 
forme planctonique, par opposition à la croissance en milieu riche (BYE). Cette 
caractéristique importante est la marque de la mise en place d’une structure particulière : le 
biofilm formé ne résulte pas du simple dépôt de bactéries. Ainsi, les cellules ont probablement 
des caractéristiques phénotypiques particulières qui pourraient présenter un intérêt pour 
l’étude des facteurs impliqués dans la formation et la structuration du biofilm, voire 
l’expression de certains facteurs de virulence.  
 
La suite de ces travaux a permis la réalisation d’études préliminaires concernant la 
bactéricidie d’un choc thermique vis-à-vis de biofilms à L. pneumophila. Aucune bactérie n’a 
été détectée après traitement de biofilms formés en microplaque, ce qui pourrait indiquer une 
forte sensibilité de L. pneumophila vis-à-vis d’un choc thermique. Cependant, les essais 
menés en réseau-pilote ont montré que ce traitement n’avait pas ou peu d’effet sur une 
contamination par L. pneumophila. Dans l’ensemble, ces résultats nécessitent des 
approfondissements visant à déterminer, d’une part, si toutes les bactéries du biofilm formé en 
microplaques ont été éliminées par la désinfection (bactéries non-cultivables) et d’autre part, 
si des bactéries cultivables peuvent être détectées dans le réseau-pilote après traitement 
thermique. Des prélèvements à l’intérieur des canalisations (sous forme de coupons de 
prélèvements) permettraient également de déterminer si l’inefficacité du choc thermique peut 
s’expliquer par le maintien de L. pneumophila sous forme adhérée. Cette démonstration 
nécessite la mise en œuvre parallèle de différentes méthodes de caractérisation des 
populations bactériennes (méthodes de culture, PCR quantitative classique ou avec marquage 
de viabilité, épifluorescence...) et ce sur les deux modèles.  
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CONCLUSIONS 
La première partie des recherches concernant la bactérie P. aeruginosa a permis de vérifier 
que les techniques d’évaluation du pouvoir bactéricide des désinfectants actuellement utilisées 
ne sont pas adaptées pour déterminer l’efficacité au sein d’un réseau, et notamment d’un 
réseau thermal. En effet, ces méthodes ne prennent pas en compte une des propriétés 
essentielles de la bactérie, à savoir sa capacité à former un biofilm : les résultats in vitro 
obtenus démontrent clairement un abaissement de la sensibilité des bactéries sous forme 
adhérée, notamment aux traitements chimiques. Le modèle de formation de biofilm en 
microplaques mis au point au Laboratoire de Microbiologie Industrielle permet, en revanche, 
de tenir compte de ce paramètre et a révélé l’incapacité de certains traitements préconisés 
pour la désinfection de réseaux d’EMN à éliminer une population de bactéries adhérées et 
cultivables. Toutefois, même si ce modèle semble être un bon outil pour la sélection de 
conditions actives contre le biofilm de P. aeruginosa, il ne permet pas de prédire avec 
certitude l’efficacité du traitement en réseau. Le traitement thermique à 80 °C, actif in vitro 
sur cellules planctoniques et adhérées, mais peu efficace en réseau-pilote, en est un bon 
exemple (maintenance de bactéries viables et cultivables malgré le traitement). 
 
La deuxième partie de cette thèse concerne l’étude de la bactérie L. pneumophila. Cette 
bactérie, responsable de graves problèmes sanitaires, est souvent associée, dans les réseaux 
d’eau, au biofilm qui se développe sur les canalisations ; d’où la nécessité d’utiliser des 
modèles prenant en compte le biofilm pour l’évaluation de la bactéricidie des traitements sur 
L. pneumophila.  
Les modèles actuellement disponibles décrits dans la littérature impliquent soit des conditions 
de culture en milieu riche (milieu BYE) favorisant la formation d’un biofilm basé sur la 
multiplication planctonique, soit l’association de plusieurs micro-organismes (bactériens ou 
protozoaires notamment) d’origine hydrique dont L. pneumophila. Ce dernier modèle varie en 
fonction des études considérées, en termes de micro-organismes associés et ne peut donc pas 
être utilisé de manière reproductible pour l’évaluation des traitements.  
C’est pourquoi nos recherches ont d’abord consisté en la mise au point d’un modèle in vitro 
de formation de biofilms mono-espèces dans lequel se produit la croissance bactérienne. Ces 
travaux ont abouti à un protocole basé sur la technique de formation de biofilm à P. 
aeruginosa en microplaques, mais utilisant un milieu (SBB) spécifique à la culture de L. 
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pneumophila en mode sessile. Ce modèle permet la formation, après 6 jours d’incubation de 
biofilms contenant des agrégats cellulaires atteignant 300 µm de hauteur et a permis de 
démontrer la sensibilité des biofilms de L. pneumophila à un choc thermique à 80 °C in vitro.  
En revanche, des essais menés sur le réseau-pilote montrent que, malgré l’application de 
plusieurs chocs thermiques, la bactérie est capable de se maintenir de manière durable dans un 
réseau d’eau minérale naturelle.  
 
PERSPECTIVES 
L’ensemble de ces résultats indique que l’association de plusieurs méthodes d’évaluation est 
nécessaire pour une meilleure représentation des paramètres pouvant altérer l’efficacité des 
chocs biocides en réseaux d’eau thermale. Ainsi, même si le biofilm semble jouer un rôle 
important dans la diminution de la sensibilité bactérienne, d’autres paramètres comme la 
présence de tartre, de zones de faibles débits ou la composition de l’EMN peuvent aussi 
réduire l’efficacité des traitements.  
 
Plusieurs pistes peuvent ainsi être proposées pour la poursuite de ces travaux de recherche : 
 
• En premier lieu, de nouveaux essais in vitro de bactéricidie sur biofilms doivent être 
réalisés afin de déduire les concentrations efficaces de désinfectants sur populations 
cultivables de P. aeruginosa et L. pneumophila. Ces essais pourront inclure des 
évaluations de la re-colonisation du milieu après désinfection (par exemple 7 jours après 
le traitement). 
 
• L’évolution du modèle de formation de biofilms en microplaques tant pour P. aeruginosa 
que pour L. pneumophila doit être envisagée afin de mieux comprendre les échecs de 
désinfection en réseau d’eau minérale naturelle :  
o Différentes techniques de détection des bactéries doivent être utilisées, 
prenant en compte les bactéries sous forme VBNC, ou les bactéries mortes qui 
résultent des traitements. Les incohérences des résultats obtenus par culture et 
qPCR in situ concernant la bactérie L. pneumophila, ont révélé la nécessité de 
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coupler plusieurs méthodes de détection afin de mieux comprendre l’état 
physiologique des bactéries. On peut citer par exemple la qPCR classique, 
mais aussi la PCR de viabilité, l’épifluorescence par différents marqueurs de 
viabilité (d’intégrité membranaire ou de respiration).  
o Des essais en eau dure ou en EMN, par exemple, permettraient d’analyser 
l’influence de la formation de dépôts minéraux comme le tartre dans la 
résistance des biofilms bactériens qui peuvent encore limiter l’accessibilité 
des bactéries aux biocides ; 
o La visualisation par microscopie confocale avec marquage de viabilité, 
immédiatement ou non après traitement, apporterait de nouvelles indications 
sur les bactéries résiduelles et sur la structure biofilm après désinfection. Ces 
analyses permettrait donc de mieux comprendre les phénomènes de 
recolonisation qui se produisent au sein des réseaux. 
o L’étude fine des caractéristiques des bactéries formant le biofilms pourrait 
enfin révéler l’induction de certains facteurs de virulence (système Icm/Dot 
chez L. pneumophila par exemple) et participer à la compréhension du rôle 
des biofilms dans le caractère infectieux des bactéries. En parallèle, la 
poursuite de la caractérisation de la matrice du biofilm (par FLBA par 
exemple) doit être réalisée afin de mieux comprendre la mise en place de cette 
structure.  
 
• Enfin, de nouveaux essais sur des modèles de réseaux-pilote doivent être effectués afin de 
compléter les résultats déjà obtenus :  
o D’abord, ces essais devront prendre en compte la mesure du biocide résiduel 
durant et après les épisodes de désinfection, afin de vérifier que les échecs des 
traitements constatés n’ont pas pour origine une consommation rapide du 
biocide, notamment par le biofilm ; 
 
o L’association de plusieurs techniques de détection (PCR pour P. aeruginosa, 
culture pour L. pneumophila, qPCR classique ou de viabilité, épifluorescence, 
FISH) est également nécessaire, pour préciser l’état physiologique des 
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bactéries dans le réseau après traitement ; 
 
o Enfin, la détection et la quantification du biofilm formé sur les 
canalisations du réseau-pilote permettrait de conclure quant à son impact dans 
la persistence des bactéries dans les réseaux d’EMN. Si la formation d’un 
biofilm a été envisagée dans le réseau pilote pour expliquer la résistance de P. 
aeruginosa ou L. pneumophila à différents traitements, sa présence n’a pas été 
vérifiée avec certitude. La quantification de ces deux pathogènes 
opportunistes au sein du biofilm pendant et après les traitements permettrait 
de faire le parallèle avec les résultats obtenus sur modèle de formation de 
biofilms en microplaques et donc d’expliquer les phénomènes de 
recolonisation. 
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VIII.3 Annexe 3 : liste des abréviations 
SIGLES 
ADN : acide désoxyribonucléique 
AFReTh : Association Française pour la Recherche Thermale 
AFNOR : Association Française de Normalisation 
ATCC : American Type Culture Collection 
CIP : Collection Institut Pasteur 
CMB : concentration minimale bactéricide 
CMI : concentration minimale inhibitrice 
CNETh : Conseil National des Exploitants Thermaux 
CNR-L : Centre National de Référence des Légionelles 
COA : carbone organique assimilable 
CV : cristal violet 
CT : choc thermique 
DDASS : Direction Départementale des Affaires Sanitaires et Sociales 
DGS : Direction Générale de la Santé 
EAP : eau d’adduction potable  
EDS : eau distillée stérile 
EMN : eau minérale naturelle 
EN : norme européenne 
EPS : exopolysaccharide 
ESCOT : European Scientific Committee on Thermalisme 
FLBA : Fluorescence Lectin Binding Analysis 
FISH : Fluorescence In Situ Hybridization 
FT : flore totale 
INOX : acier inoxydable  
InVS : Institut National de Veille Sanitaire 
IP : Iodure de Propidium 
ISMH : International Society on Medical Hydrology and Climatology 
ISO : norme internationale  
LPS : lipopolysaccharide 
MIF : mature intracellular form 
ND : non détecté 
NF : norme française 
ORL : oto-rhino-laryngologie 
PCR : polymerase chain reaction 
PE : polyéthylène 
PHMB : polyhexaméthylène biguanide 
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PP : polypropylène 
PVC : polychlorure de vinyle 
qPCR : PCR quantitative 
RC : rouge Congo 
RL : réduction logarithmique 
SST3 : système de sécrétion de type 3 
UV : ultra violet 
VBNC : Viable But Non Cultivable 
VIH : virus de l’immunodéficience humaine 
 
 
UNITES 
% : pour cent 
°C : degré Celsius 
DO : densité optique 
g : gramme 
h : heure 
Hz : hertz 
j : jour 
L : litre 
log : logarithme 
m : mètre 
min : minutes  
N : Newton 
ppm : partie par million 
rpm : rotation par minute 
S : siemens 
UFC : Unité Formant Colonie 
UG : Unité Génome 
UI : Unité Internationale 
W : Watts 
c- : centi- 
m- : milli- 
µ- : micro- 
n- : nano- 
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VIII.4 Annexe 4 : composition des milieux de culture 
 
Tableau 1. Tryptone Soja Agar (TSA – bioMérieux, Marcy l’Étoile, France). 
Composition Concentrations (g/l) 
Tryptone 15,0 
Peptone de soja 5,0 
Chlorure de sodium 5,0 
Agar 15,0 
 
Tableau 2. Milieu R2A. 
Composition Concentrations (g/L) 
Extrait de levure* 0,50 
Hydrolysat de caséine* 0,50 
Peptone protéose* 0,50 
Dextrose* 0,50 
Amidon soluble* 0,50 
Phosphate dipotassique* 0,30 
Sulfate de magnésium heptahydraté* 0,05 
Pyruvate de sodium* 0,30 
*VWR, Fontenay-sous-Bois, France 
 
Tableau 3.Tryptose Sulfite Cyclosérine (TSC – Oxoïd, Basingstoke, Royaume Uni). 
Composition Concentrations (g/L) 
Tryptose 15,0 
Peptone de soja 5,0 
Extrait de viande de bœuf 5,0 
Extrait de levure 5,0 
Métabisulfite de sodium 1,0 
Citrate de fer ammoniacal 1,0 
D-cyclosérine 0,4 
Agar 19,0 
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Tableau4. Gélose CN (AES, Bruz, France). 
Composition Concentrations (g/L) 
Peptone de gélatine 16,00 
Hydrolysat de caséine 10,00 
Sulfate de potassium 10,00 
Chlorure de magnésium 1,40 
Cétrimide 2,00 
Acide nalidixique 0,15 
Agar 11,00 
 
Tableau 5. Gélose PCA (Oxoïd, Basingstoke, Royaume Uni). 
Composition Concentrations (g/L) 
Extrait de levure 2,5 
Tryptone 5,0 
Glucose 1,0 
Agar 10,0 
 
Tableau 6. Bouillon Acétamide (AES, Bruz, France). 
Composition Concentrations (g/L) 
Dihydrogénophosphate de potassium 1,0 
Sulfate de magnésium anhydre 0,2 
Acétamide 2,0 
Chlorure de sodium 0,2 
Molybdate de sodium 5×10-3 
Sulfate de fer 0,5×10-3 
Agar 10,0 
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Tableau 7. Gélose Slanetz et Bartley (Oxoïd, Basingstoke, Royaume Uni). 
Composition Concentrations (g/L) 
Tryptose 20,0 
Extrait de levure 5,0 
Glucose 2,0 
Phosphate disodique, 2 H2O 4,0 
Azoture de sodium 0,4 
Chlorure de tétrazolium 0,1 
Agar 10,0 
 
Tableau 8. Gélose Bile Esculine Agar (BEA - Oxoïd). 
Composition Concentration (g/L) 
Peptone 8,0 
Sels biliaires 20,0 
Citrate ferrique 0,5 
Esculine 1,0 
Agar 15,0 
 
Tableau 9. Gélose TTC-Tergitol 7 (Oxoïd). 
Composition Concentrations (g/L) 
Peptone 10,00 
Extrait de levure 6,00 
Extrait de viande 5,00 
Lactose 20,00 
Bleu de bromothymol 0,02 
Tergitol 7 0,10 
Agar 13,00 
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Tableau 10. Bouillon Tryptophane (Oxoïd). 
Composition Concentration (g/L) 
Digestat tryptique de caséine  10,00 
L-Tryptophane  1,00 
Chlorure de sodium  5,00 
 
Tableau 11. Tampon pH = 2 (isolement des Légionelles). 
Composition Concentrations (mol/L) 
HCl (VWR) 0,18 
KCl (VWR) 0,01 
 
Tableau 12. Milieux BCYE, avec ou sans cystéine et GVPC (bioMérieux). 
Composition Concentrations (g/L) 
Charbon activé 2,00 
Extrait de levure 10,00 
Tampon ACES/hydroxyde de potassium 10,00 
Pyrophosphate ferrique 0,25 
Chlorhydrate de L-cystéine* 0,40 
α-cétoglutarate 1,00 
Glycine† 3,00 
Vancomycine† 1×103 
Polymyxine† 40000‡ 
Cycloheximide† 0,80 
Agar 13,0 
* seulement dans les milieux BCYE avec cystéine et GVPC 
† seulement dans le milieu GVPC 
‡ UI 
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Tableau 13. Gélose au sang (bioMérieux). 
Composition Concentrations (g/L) 
Peptone spéciale 23,0 
Amidon 2,0 
Chlorure de sodium 5,0 
Colistine 0,01 
Aztréonam 2×10-3 
Sang défibriné de mouton 50,0* 
Agar 10,0 
* en mL 
 
Tableau 14. Bouillon Eugon (bioMérieux). 
Composition Concentrations (g/L) 
Tryptone 15,00 
Peptone papaïnique de soja 5,00 
Glucose 5,00 
NaCl 4,00 
L-cystine 0,30 
Sulfite de sodium 0,20 
Citrate de sodium 1,00 
 
Tableau 15. Neutralisant. 
Composition Concentration (g/L) 
Tween 80 (Sigma, St Louis, MO, ÉU) 80,0 
Thiosulfate de sodium (Sigma, St Louis, MO, ÉU) 4,0 
Saponine (Acros, Geel, Belgique) 16,0 
Lécithine (Acros, Geel, Belgique) 16,0 
Tryptone Soja Bouillon  
(bioMérieux, Marcy l’Étoile, France) 24,0 
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Tableau 16. Buffered Yeast Extract (BYE). 
Composition Concentration (g/L) 
Extrait de levure  
(AES, Bruz France) 10,00 
Chlorhydrate de L-cystéine 
(supplément Legionella bioMérieux) 0,40 
Pyrophosphate ferrique 
(supplément Legionella bioMérieux) 0,25 
Tampon ACES  
(Merck, Darmstadt, Allemagne) 10,00 
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VIII.5 Annexe 5 : liste des communications 
Liste des communications dans des congrès internationaux : 
Date Lieu Titre Type de communication 
12-2007 Séville (Espagne) BIOMICROWORLD 
International conference on 
Environmental, Industrial 
and Applied Microbiology 
 
Orale 
10-2008 Munich (Allemagne) Biofilms III International 
Conference 
 
Poster 
09-2009 Rome (Italie) Eurobiofilm 
 
Poster 
10-2009 Paris (France) Legionella 2009 – 
International conference on 
Legionella 
 
Orale 
06-2010 Paris (France) 37th World Congress of 
International Society of 
Medical Hydrology and 
Climatology 
 
Orale 
09-2010 Winchester (Royaume-Uni) Biofilms IV International 
Conference 
Poster 
 
 
Liste des communications dans des congrès nationaux : 
Date Lieu Titre Type de communication 
05-2007 Nantes VIIème congrès de la Société 
Française de Microbiologie 
 
Poster 
06-2007 Poitiers Croissance et Contrôle des 
Légionelles 
 
Poster 
10-2007 Lyon 1er colloque national 
Legionella et légionellose 
 
Poster 
01-2008 Paris Réunion de la Société 
Française d’Hydrologie et 
Climatologie Médicale 
 
Orale 
11-2008 Bagnères-de-Bigorre Réunion Thermale d’Automne 
AFTH 
 
Orale 
06-2010 Marseille VIIIème congrès de la Société 
Française de Microbiologie 
Poster 
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Publication dans une revue internationale référencée : 
 
S. Pécastaings, M. Bergé, K.M. Dubourg, C. Roques. (2010) « Sessile Legionella 
pneumophila is able to grow on surfaces and generate structured monospecies biofilms », 
Biofouling, 26 :7, 809-819 
 
 
Autre publication : 
 
S. Pécastaings, K.M. Dubourg, C. Roques. (2009) « Évaluation de l’efficacité de techniques 
de désinfection utilisées en milieu thermal sur un réseau d’eau minérale naturelle », Presse 
Thermale et climatique, 146, 19-29 
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Title : The contribution of Pseudomonas aeruginosa and Legionella pneumophila biofilm 
models in the amelioration of water quality in natural mineral water systems 
 
Abstract :  
Spa treatment is a traditional form of medicine using natural mineral waters, that concerns 
500,000 patients each year in France. Water pipes are often colonized by biofilms that harbor 
potential pathogens like Pseudomonas aeruginosa and Legionella pneumophila. Hence, their 
disinfection must be frequent and effective.  
 
The objective of the thesis is the evaluation of treatments available to spa owners against P. 
aeruginosa and L. pneumophila, evaluating the capacity of these bacteria to form biofilms and 
the specific conditions found in spa buildings. In vitro and real conditions assays were used.  
 
Results show a loss of sensitivity to treatments of P. aeruginosa in biofilm form that leads to 
partial effectiveness in real condition assays.  
 
For L. pneumophila, most of the work consisted in designing an in vitro biofilm formation 
model. The use of this model showed that thermal disinfection destroys all cultivable bacteria. 
The evolution of the model will integrate parameters that explain the failure of disinfection 
treatments in natural mineral water systems.  
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RESUMÉ : 
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